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Als Glycocalyx bezeichnet man die äußere Zellhülle eukaryontischer Zellen, die aus komplexen 
Glycoproteinen und Glycolipiden aufgebaut ist. Signalübertragungen finden entweder durch 
gelöste Substrate in der extrazellulären Flüssigkeit und der Glycocalyx oder durch direkte Zell-
Zell-Wechselwirkungen statt. In beiden Fällen sind häufig Proteine, die selektiv an 
Kohlenhydrat-Domänen binden, sog. Lektine, beteiligt. Auch die Adhäsion von Bakterien ist 
Lektin-vermittelt. Ob eine erfolgreiche Wechselwirkung zwischen Substrat und Zuckerligand 
stattfindet, hängt nicht nur von der Art des Zuckers, sondern auch von der Orientierung des 
Kohlenhydratliganden ab. Da es sich bei der Glycocalyx um ein hoch komplexes und 
dynamisches System handelt, müssen für die Erforschung von Orientierungs- und 
Konformations-Einflüssen auf die molekulare Erkennungsprozesse geeignete Modellsysteme 
entwickelt werden. Als solches Modell eignen sich self-assembled monolayers (SAMs), die aus 
azobenzolbasierten Glycokonjugaten (photoschaltbare Glyco-SAMs), aufgebaut sind.  
Nach Bestrahlung mit Licht einer spezifischen Wellenlänge und der darauffolgenden E/Z-
Isomerisierung der N=N-Doppelbindung ändert die Zucker-Kopfgruppe der Glyco-SAMs 
drastisch ihre Orientierung. In vorangegangenen Arbeiten wurde gezeigt, dass die bakterielle 
Adhäsion an photoschaltbare Glyco-SAMs sich reversibel „an-“ und „ausschalten“ lässt in 
Abhängigkeit vom E- oder Z-Zustand des Glycokonjugates. Im ersten Teil dieser Arbeit wurde 
ein photoschaltbares Azobenzolmannobiosid für die Funktionalisierung von Gold-Oberflächen 
synthetisiert und die E/Z-Isomerisierung in Lösung untersucht. Durch die Verwendung einer 
Mannobiosid-Kopfgruppe soll das Modellsystem, durch Erhöhung der molekularen 
Komplexität, dem natürlichen Vorbild der Glycocalyx angeglichen werden.  
Der zweite Teil dieser Arbeit beschäftigt sich damit die Effizienz der E/Z-Isomerisierung von 
Glyco-SAMs zu verbessern und zu quantifizieren. Dazu wurden drei verschiedene Ansätze, die 
auf modernen Forschungsergebnissen basieren, verfolgt. Da bekannt ist, dass die E/Z-
Isomerisierung von Azobenzolen raumfordernd ist, basierte der erste Ansatz darauf, Platz 
zwischen den Molekülen auf dem SAM zu schaffen. Anders jedoch als bei vorherigen Arbeiten 
sollte dieses nicht über Verdünnermoleküle geschehen. Stattdessen wurden die Azobenzol-
Derivate mit einer raumfordernden Schutzgruppe, welche nach Ausbildung des SAMs 
abgespalten wurde, versehen. Die Photoisomerisierung der Moleküle für diese sog. 
„selbstverdünnende“ SAMs wurde in Lösung und auf Gold-Oberflächen untersucht.  
Im zweiten Ansatz wurden, zur Herstellung eines sehr dicht gepackten SAMs, in Suzuki-
Kreuzkupplungen, Moleküle mit einem starren Biphenyl-Rückgrat synthetisiert und 
untersucht. SAMs, die mit diesen Molekülen hergestellt wurden, zeigten durch ihre dichte 
Packung und die daraus resultierenden π-π-Wechselwirkungen exzellente 
Schalteigenschaften. Erstmals konnte die E/Z-Isomerisierung für Glyco-SAMs quantifiziert 
werden.  
Ein weiterer Ansatz fußte auf der Idee, mehr Raum zwischen den Azobenzol-Derivaten 
dadurch zu schaffen, dass tripodale Azobenzolmannoside trivalent und raumgreifend auf der 

































The outer cell envelope of eukaryotic cells is called the glycocalyx, which is comprised of 
complex glycoproteins and glycolipids. Signalling between cells occurs either through 
substrates dissolved in the extracellular liquid and the glycocalyx or through direct cell-cell-
interactions. In both cases, the so-called lectins, proteins which bind in a selective manner to 
carbohydrate epitopes are involved. One of these lectin-mediated processes is bacterial 
adhesion. Whether successful interactions between substrate and sugar ligand take place is 
not only dependent on the type of sugar, but also on the orientation of the carbohydrate 
ligand on the surface. As the glycocalyx is a highly complex and dynamic system, suitable 
model systems must be developed for investigation of the orientational and conformational 
dependence on molecular recognition.  
A suitable model system can be designer surfaces such as self-assembled monolayers (SAMs) 
composed of azobenzene based glycoconjugates (photoswitchable glyco-SAMs). After 
irradiation with light of a certain wavelength, as the result of the isomerisation of the N=N 
double bond, the orientation of the sugar head group changes drastically. In earlier work it 
was shown, that the bacterial adhesion to photoswitchable glyco-SAMs can be switched 
between an “on” and “off” state reversibly depending on the E or Z state of the 
glycoconjugate.  
In the first part of this work a photoswitchable azobenzene mannobioside for the 
functionalization of gold surfaces was synthesised and the E/Z isomerisation was investigated. 
By employing a mannobioside head group the model system should approximate the natural 
pattern of the glycocalyx by increasing the molecular complexity.  
The second part of this work is dealt with the improvement and quantification of the E-Z 
isomerisation of glyco-SAMs. Therefore, three different approaches, which are based on the 
latest research results, were followed. As it is known that E/Z isomerisation of azobenzene 
requires space, the first approach was based on providing the needed space. But instead of 
employing diluter molecules, as it was done in previous work, the azobenzene derivatives 
were functionalized with a bulky protection group, which was cleaved after SAM formation. 
The photoisomerisation of the molecules for these so called “self-diluting” SAMs was 
investigated in solution and on gold surfaces.  
In the second approach, molecules with rigid biphenyl backbones were synthesised in Suzuki 
cross coupling reactions and investigated to build up very densely packed SAMs. SAMs 
constructed of such molecules showed excellent switching properties, due to their dense 
packing and the resulting π-π-interactions. For the first time the E/Z isomerisation of glyco-
SAMs could be quantified.  
Following an additional idea, space between the azobenzene derivatives on the gold surface 
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1. Einleitung  
Kohlenhydrate bilden neben Proteinen, Lipiden und Nucleinsäuren die vierte Klasse der 
Naturstoffe. Sie werden anhand ihrer Verknüpfung in Mono-, Di-, Oligo- oder Polysaccharide 
unterteilt. Neben der Bereitstellung und Speicherung von Energie, erfüllen sie 
strukturgebende Funktionen in Zellwänden von Pflanzen oder als Chitin im Außenskelett von 
Arthropoden.[1]  
Abseits dieser trivial erscheinenden Rollen sind die Kohlenhydrate Ribose und Desoxyribose 
Grundbestandteile der DNA und als solche an der Codierung der Erbinformationen beteiligt. 
Gebunden an Fette (Glycolipide) oder Aminosäuren (Glycoproteine) spielen Zuckerstrukturen 
auf eukaryontischen Zellen wichtige Rollen in biologischen Prozessen wie Zell-Zell-
Erkennungen, Zell-Zell-Kommunikation oder Zell-Zell-Adhäsion.[2,3] In der Natur werden 
Glycane in enzymatischen Reaktionen effizient und stereoselektiv synthetisiert.[1,3] 
Synthetisch jedoch stellen simple Oligosaccharide eine große Herausforderung dar. Dadurch, 
dass sie mehrere Hydroxy-Gruppen aufweisen, können Zucker im Gegensatz zu Aminosäuren 
oder Lipiden verzweigte Oligo- und Polysaccharide ausbilden. Zudem sind bei der 
glycosidischen Bindung noch zwei unterschiedliche räumliche Orientierungen (α oder β) 
möglich, wodurch sich die große strukturelle Diversität der Kohlenhydrate ableitet.[2] Aus 
dieser Vielfalt resultiert die nahezu unendliche Anzahl synthetisch zugänglicher 
Glycokonjugate. Die Nachteile, die sich aus dieser Bandbreite ergeben, sind die komplexen 
Synthese- und Analysemethoden. Schon die Synthese eines relativ einfachen Di- oder 
Trisaccharids erfordert bereits eine komplizierte Schutzgruppen-Strategie und eine exakt 
geplante Abfolge von Schützungs- und Entschützung-Sequenzen.[4] Dass die Synthese von 
Oligosacchariden bei weitem anspruchsvoller ist als die Synthese von Oligopeptiden 
oder -desoxyribonucleotiden, ist anhand der Verbreitung von automatisierten Synthesizern zu 
sehen.[5] DNA und Peptid-Synthesemaschinen sind weit verbreitet, leicht zu handhaben und 
ermöglichen so eine hohe Bandbreite and Oligo- und Polymeren. Saccharid-Synthesizer sind 
erst seit relativ kurzer Zeit auf dem Markt.[4]  
Glycochemie, die die Synthese neuer Glycokonjugate umfasst, gehört dem interdisziplinären 
Forschungsfeld der Glycosciences an. Sie beschäftigt sich damit die Rolle und Struktur 
komplexer Glycane in einem biologischen Kontext aufzuklären.[6] Zwar ist bereits bekannt, 
dass an Zelloberflächen gebundene Zuckermoleküle mit Proteinen, Bakterien, Zellen und 
Viren interagieren und den Gesundheitszustand von Menschen und Tieren nachhaltig 
beeinflussen können, jedoch sind viele Details solcher Interaktionen unbekannt.[7] Ein Ansatz, 




Glycomimetika. Diese künstlichen Glycokonjugate ahmen Teile eines spezifischen Glycans 
nach. Dadurch, dass das Glycan auf einige wenige Funktionalitäten, die man betrachten will, 
reduziert wird, lassen sich spezifische Fragestellungen adressieren und beantworten. 
1.1. Kohlenhydrate in molekularen Erkennungsprozessen 
Auf Zelloberflächen finden sich, im Vergleich zu der theoretisch möglichen Vielfalt, nur relativ 
wenige Kohlenhydrat-Funktionalitäten. Ein Grund hierfür ist, dass Kohlenhydrate durch 
Glycosyltransferasen hergestellt werden, welche in der DNA codiert sind. Durch die begrenzte 
Diversität der DNA(-Basen) ergibt sich die limitierte Anzahl von Transferasen und somit auch 
die begrenzte Vielfalt der Oberflächen-Glycoside. Die „Zuckerschicht“ der eukaryontischen 
Zellen wird als Glycocalyx bezeichnet. Die Oligosaccharide sind meist als N- oder O-Glycoside 
an Proteine (Glycoproteine) oder als Glycolipide über eine Estergruppe an Fettsäuren 
gebunden.[1] An diese Zucker-Kopfgruppen können verschiedene Substrate, wie z.B. Viren, 
Bakterien, Antikörper, Toxine oder andere Zellen binden (Abb. 1.1). Interaktionen an der 
Glycocalyx laufen millionenfach in jeder Sekunde in unseren Körper ab und sind meist 
harmlos.[1,8]  
 
Abb. 1.1: Schematische Darstellung von der Kohlenhydrat-spezifischen Bindung an der Glycocalyx 
(grün). Rot: Saccharide, A: Virus, B: Bakterium, C: Antikörper, D: Toxine, E: Zell-Zell-Interaktionen.[1,7,9] 
 
Bereits die allererste Zell-Zell-Interaktion, die zwischen Eizelle und Spermium, beruht auf 
spezifischen Kohlenhydrat-Proteinwechselwirkungen.[10] Dabei binden die Proteine auf dem 
Spermium selektiv an die Glycoproteine auf der Außenschicht der Eizelle (zona pellucida, ZP) 




auf der Oberfläche von menschlichen Eizellen identifiziert, die entweder N-(Asparagin) oder 
O-glycosidische (Serin/Threonin) Verknüpfungen aufweisen, deren genaue Rolle aber, abseits 
der Kohlenhydrat-vermittelten Spermien-Erkennung, im Fortpflanzungsprozess noch 
unbekannt ist.[12] Durch Massenspektrometrie konnte 2011 das Sialyl-Lewisx-Motiv (Abb. 1.2) 
als der Hauptbestandteil der menschlichen ZP-Glycoproteine identifiziert werden.[13] Zwar 
weiß man bereits, dass die Sialyl-Lewisx-Sequenz ein Ligand für Selektine ist, jedoch sind die 
genauen molekularen Abläufe, die während der Spermien-Eizellen-Interaktion erfolgen, 
weiter unbekannt.[10]  
Abb. 1.2: Identifizierte Glycan-Strukturen auf der Oberfläche von humanen ZP. Das terminale Sialyl-
Lewisx-Motiv ist rot umrandet.[13] 
 
Fortschritte auf diesem Gebiet konnten aufgrund der Weiterentwicklung gentechnischer 
Prozesse und Modellsystemen auf Basis von tierischen ZP (Mäusen und Seegurken) erzielt 
werden.[14,15] Gründe für diesen langsamen Fortschritt ist die begrenzte Verfügbarkeit von 
menschlichen Eizellen und die damit verbundenen ethischen Aspekte.  
Zell-Erkennungen an der Glycocalyx sind jedoch nicht immer positiv. Auch Pathogene, wie das 
Influenza Virus, nutzen Kohlenhydrat-spezifische Wechselwirkungen, um einen Wirt zu 
infizieren und sich auszubreiten.[16] Diese Kohlenhydrat-vermittelte Erkennung gehört zu den 
am besten untersuchtesten.  
Das Influenza-Virus A weist auf seiner Oberfläche neben dem Membranprotein M2 die 
Glycoproteine Neuramidase (NA) und Hämagglutinin (HA), die als Spitzen aus der Oberfläche 
der sphärischen Viren herausragen.[16] Hämagglutinin ist ein Lektin, das spezifisch an 
Neuraminsäure-Reste an Wirtszellen bindet. Im zweiten Schritt, ebenfalls vermittelt von HA, 
fusioniert das Virus mit der Wirtszelle und schleust sein Genom in die Wirtszelle ein. Das 
Membranprotein M2 ist ein Proteinkanal und bewirkt durch Protonenfreisetzung und 
Erniedrigung des pH-Wertes die Freisetzung der Fusionsdomäne von HA und das Uncoating, 
die Freisetzung des Genoms in der Wirtszelle.[17] Mutationen am M2 sind für 
Medikament-Resistenzen verantwortlich.[18] Neuramidase ist ein Enzym, welches N-




Tochtervironen von bereits infizierten Zellen frei und sorgt andererseits dafür, dass bereits 
infizierte Zellen nicht von neuen Tochtervironen infiziert werden. Medikamente aus der 
Gruppe der Neuramidase-Hemmer wirken virostatisch d.h. sie verhindern die Ausbreitung der 
Viren im Körper.[16]  
Auch das ABO-Blutgruppensystem beruht auf der Funktionalisierung der Erythrozyten mit 
unterschiedlichen Zuckern. Die Antigene, die sich auf der Oberfläche der roten Blutkörperchen 
befinden, sind unterschiedliche Glycoproteine oder -lipide. Je nach dem welches Antigen (A, 
B oder H) sich auf der Oberfläche der Erythrozyten befindet, ergibt sich die Unterscheidung in 
die Blutgruppen (Tab. 1.1).[8] 
Tab. 1.1: Einteilung der Blutgruppen an Hand der ABO-Antigene.[8]  












1.2. Mannose als Bestandteil der Glycocalyx und Mannose-spezifische     
bakterielle Zelladhäsion 
Sind Oligosaccharide an Proteine gebunden, wird unterschieden zwischen N-Glycanen, in 
denen der Kohlenhydrat-Rest über ein Stickstoff-Atom an das Protein gebunden ist, und O-
Glycanen, bei denen die Bindung über ein Sauerstoff-Atom erfolgt. O-Glycane entstehen 
meistens durch Glycosylierungen freier Hydroxy-Gruppen von Serin, Threonin, Hydroxyprolin 
oder Hydroxylysin. Dabei werden in einem posttranslationalen Prozess einzelne Zucker-
 




Moleküle auf das Protein übertragen. Die größte Klasse der O-Glycane machen dabei die 
Mucine aus[19], welche dadurch definiert sind, dass Oligosaccharide über eine N-
Acetylgalactosamin-O-Bindung an Serin oder Threonin gebunden sind. Mucine spielen eine 
wichtige Rolle in zahlreichen Immunantworten wie bei den Blutgruppenantigenen oder 
Krebserkrankungen.[19] 
N-Glycane werden in einer co- und posttranslationalen Modifikation hergestellt. Dabei 
überträgt die Oligosaccharyltransferase (OT) ein Tetradecasaccharid (Glc3Man9GlcNAc2) auf 
das Stickstoff-Atom eines Asparagin-Restes (Asn). Dann folgen verschiedene Abbau- und 
Übertragungs-Schritte, wodurch sich für alle N-Glycane zwar eine breite Vielfalt, aber die 
gleiche Pentasaccharid-Kernstruktur ergibt (Abb. 1.3). Je nachdem welche Kohlenhydrat-
Strukturen noch an diesen Kern gebunden sind, erfolgt eine Einteilung in: High-Mannose, 
hybride oder komplexe N-Glycane (Abb.1.3).[20] 
 
 
Abb. 1.3: Die drei Hauptgruppen der N-Glycane: High-Mannose-, Hybrid- und Komplex-Glycane. Das 
Kern-Pentasaccharid ist grau unterlegt.[21] 
 
Während die High-Mannose-Glycoproteine ausschließlich aus verzweigten α-D-Mannosiden 
aufgebaut sind, weisen komplexe Glycoproteine keine Mannose-Reste, außerhalb des Kerns, 
auf und sind aus β-N-Acetyllactosamin-Einheiten aufgebaut. Hybride Glycoproteine sind eine 
Mischform aus Komplex- und High-Mannose-Glycoproteinen. Sie weisen eine oder zwei 
Antennen auf, die nur α-D-Mannose-Reste tragen und eine (oder zwei) Antennen, die β-N-
Acetyllactosamin-Reste haben. Die Vielfalt entsteht durch die Anzahl und Länge der Antennen 
sowie den Grad von Sialylierungen und Fucosylierungen (am Kern und an den Antennen) bei 




Glycane können von Lektinen, Kohlenhydrat-spezifischen Proteinen, erkannt werden. Lektine 
weisen an ihrer Oberfläche eine Bindungstasche (carbohydrate recognition domain, CRD) auf, 
in die Kohlenhydrate selektiv über Van-der-Waals-Wechselwirkungen, Wasserstoffbrücken-
bindungen und elektrostatische Wechselwirkungen binden. Sie kommen sowohl in Menschen 
vor als auch in Pflanzen, Bakterien, Viren und Pilzen.[9,22–25] Lektine können monovalent oder 
multivalent an Liganden binden und werden anhand der Spezifität eingeteilt. Die Gruppierung 
erfolgt nach Affinität für bestimmte Monosaccharide: Mannose, N-Acetylglucosamin, 
Galactose, N-Acetylgalactosamin, Fucose oder Sialinsäure.[26] 
Bei Bakterien wie Escherichia coli (E. coli) befinden sich die Lektine auf den Spitzen ihrer 
Fimbrien, den adhäsiven Organellen (Abb. 1.4). Über diese können sie an Grenzflächen 
binden, Biofilme aufbauen und Infektionskrankheiten auslösen.[27] Bei den E. coli spielen vor 
allem die Mannose-spezifischen, Typ-1 fimbrierten Bakterien eine wichtige Rolle. Über das 
Lektin FimH können uropathogene E. coli (UPEC) an das Oligomannose-Motiv der N-Glycane 
binden und Blasenentzündungen hervorrufen.[7,28]  
 
Abb. 1.4: Rastertunnelmikroskop-Aufnahme einer Typ-1 fimbrierten E. coli Bakterie.[29] 
 
Das Protein FimH wurde in zwei Formen, closed gate und open gate, kristallisiert. In der open 
gate Form sind die Tyrosin-Reste Tyr48 und Tyr137 dabei weiter entfernt als in der closed gate 
Form. Die α-D-Mannosyl-Kopfgruppe in der CRD von FimH wird durch Wasserstoff-
Brückenbindungen zu den Aminosäure-Resten in der näheren Umgebung gebunden. Befindet 
sich ein aromatisches Aglycon am Mannosid, so wird dieses über π-π-Wechselwirkungen mit 






1.3. Azobenzol als Photoschalter 
Als molekulare Schalter bezeichnet man Moleküle, die sich in Folge eines externen Stimulus 
reversibel zwischen zwei metastabilen Zuständen bewegen. Dabei sind unterschiedliche 
Stimuli wie Temperatur, pH-Wert oder der Wechsel eines Liganden bekannt. Kann ein Molekül 
reversibel durch Bestrahlung mit Licht einer bestimmten Wellenlänge von einem 
elektronischen Zustand in den nächsten übergehen, wird es als Photoschalter bezeichnet. Zu 
dieser Klasse gehören z.B. Spiropyrane, Stilbene oder Azobenzole (Abb. 1.5.).[31] Azobenzol 
kann durch Bestrahlung mit einer Wellenlänge von 320-350 nm von der thermodynamisch 
stabilen E-Konfiguration in die Z-Konfiguration und mit Licht einer Wellenlänge 400-450 nm 
oder thermischer Relaxation wieder zurück isomerisiert werden.[31] Im UV/vis-Spektrum weist 
das E-Azobenzol eine starke Bande bei 320 nm auf, die durch den erlaubten π-π*-Übergang 
hervorgerufen wird. Die n-π*-Bande bei 440 nm ist sehr schwach, da der Übergang verboten 
ist. Wird die Probe nun mit einer Wellenlänge von 320-340 nm belichtet, entsteht eine neue 
π-π*-Bande bei 260 nm und die Intensität der n-π*-Bande bei 440 nm nimmt zu.[32]  
 
Abb. 1.5: Isomerisierungen verschiedener Photoschalter durch Belichtung oder thermische Relaxation. 
 
In Folge der E/Z-Isomerisierung ändert sich die Länge des Azobenzols von 9.0 Å auf 6.0 Å, das 
Dipolmoment von 0 D auf 3 D und die Geometrie von planar zu einer in der die Phenyl-Ringe 
verdrillt zueinander stehen.[33]  
Gegenstand zahlreicher Forschungen war in den vergangenen Jahrzehnten der Mechanismus 
der E/Z-Isomerisierung.[34] Mit Hilfe quantenmechanischer Rechnungen und 




Isomerisierung postuliert.[32,34,35] Man ist sich jedoch einig, dass der konzertierte Inversions-
Mechanismus aufgrund der ungünstigen Geometrie des Übergangszustandes 
unwahrscheinlich ist. Wahrscheinlicher ist ein Rotations- und/oder Inversionsmechanismus 
(Abb. 1.6.). Die thermische Z→E-Relaxation folgt dem Rotationsmechanismus.[32]  
 
 
Abb. 1.6: Postulierte Mechanismen für die E→Z-Isomerisierung.[32] 
 
Durch die Variation von Substituenten an den Phenyl-Ringen lassen sich Eigenschaften wie die 
Halbwertszeit des Z-Isomers und der Absorptionsbereich verändern.[36] Verschiedene 
Synthesemöglichkeiten wie Azo-, Mills-, oxidative oder reduktive Kupplungen machen eine 
hohe Bandbreite an symmetrischen und unsymmetrischen Azobenzol-Derivaten 
zugänglich.[37]  
Neben der Anwendung als Indikatoren oder Farbstoffe, ist ein großes Einsatzgebiet von 
Azobenzolen die Photopharmakologie. Dabei werden Azobenzol-Derivate verwendet, um 
selektiv biologische Funktionen durch einen Lichtstimulus zu beeinflussen.[38] 
1.4. Self-assembled Monolayers ‒ Glyco-SAMs 
Mit einer Schichtdicke von ca. 3 nm gehören die self-assembled monolayers (SAMs) zum 
Gebiet der Nanotechnologie. Die hochgeordneten selbst organisierenden Monolagen 
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entstehen spontan durch Chemisorption an ein Substrat. Sie sind aufgebaut aus einer 
Kopfgruppe, die die Funktionalität des SAMs bestimmt, einem alkylischen oder aromatischen 
Linker und einer Ankergruppe.[39] Für die SAM-Bildung auf Gold, Au(111), sind Thiole oder 
Disulfide wegen ihrer hohen Gold-Affinität und der schnellen Reaktionszeiten geeignet. Gold-
SAMs zählen aufgrund ihrer Stabilität und der einfachen Präparation zu den am besten 
untersuchten Systemen.[39]  
Durch die hohe Dichte im Rückgrat wird der SAM über Van-der-Waals-, π-π-
Wechselwirkungen oder Wasserstoffbrückenbindungen stabilisiert.[40] Somit werden die 
Eigenschaften des SAMs nicht nur von der Kopfgruppe, sondern auch maßgeblich vom 
Rückgrat beeinflusst.[40] Die zwei wichtigsten Methoden für die SAM-Präparation sind die 
Abscheidung aus dem Ultrahochvakuum (UHV) und die Abscheidung aus Lösung (Abb. 1.7). 
Für die Abscheidung aus der Gasphase im UHV müssen die Moleküle eine hohe thermische 
Stabilität aufweisen, was diese Methode für viele organische Substrate ausschließt.[40]  
 
Abb. 1.7: Schematische Darstellung der SAM-Bildung. A: Herstellung des SAMs durch Einlegen der 
Oberfläche in die Lösung. B: Nachträgliche Funktionalisierung des SAMs.  
 
Bei der Abscheidung aus Lösung wird die Gold-Oberfläche für einige Stunden in die Molekül-
Lösung getaucht, anschließend mit etwas Lösungsmittel gespült und im Stickstoff-Strom 
getrocknet. Deshalb sollten für die SAM-Bildung aus Lösung die verwendeten Moleküle in 
leichtflüchtigen Lösungsmitteln wie Methanol, Ethanol oder Aceton löslich sein.[39] 
Besitzt die Kopfgruppe des SAMs noch eine weitere Funktionalität, wie z.B. eine Doppel-, 
Dreifach-Bindung oder einen Azid-Rest, ist außerdem eine orthogonale Funktionalisierung 
durch eine Kupfer(I)-katalysierte Azid-Alkin-Cycloaddition (CuAAC) oder Diels-Alder-Reaktion 




Für die Charakterisierung von SAMs werden spezifische Oberflächenmethoden verwendet, 
von denen im Folgenden die wichtigsten erläutert werden. 
 
Rastertunnelmikroskopie (scanning tunneling microscopy, STM) 
Bei der Rastertunnelmikroskopie oder STM handelt es sich um ein bildgebendes Verfahren, 
bei dem die Topografie des SAMs abgebildet wird. Mit einer Spitze, an der Spannung angelegt 
wird, wird die Oberfläche „abgerastert“. Durch den dabei gemessenen Tunnelstrom ergeben 
sich Höhenunterschiede der Oberfläche, durch die man Aggregate und Geometrien der 




IRRAS ist eine oberflächenspezifische Methode aus der Infrarotspektroskopie. Die 
Infrarotstrahlung wird dabei zunächst von der Monolage auf der Metall-Oberfläche absorbiert 
und dann an der Metall-Oberfläche reflektiert. Bei dem Wiederaustritt wird die Strahlung  
erneut von der Probe absorbiert. Durch das zweimalige Durchlaufen der Probe vergrößert sich 
die Absorbanz. Abhängig von der Schichtdicke muss der Einfallswinkel variiert werden. Aus 
der Oberflächen-Auswahl-Regel ergibt sich, dass nur Schwingungen, die 
Übergangsdipolmoment-Anteile aufweisen, die senkrecht zur Oberfläche stehen, IRRAS-aktiv 
sind. Somit gibt die IRRA-Spektroskopie Informationen über die Orientierung der Oberflächen-
Moleküle. Die Vorteile der IRRAS sind, dass kein UHV benötigt wird und dass es sich hierbei 
um eine zerstörungsfreie Methode handelt.[39]  
 
Röntgenphotoelektronenspektroskopie (x-ray photoelectron spectroscopy, XPS) 
Bei der XP-Spektroskopie handelt sich um eine Elementaranalyse für Oberflächen. Dabei 
werden durch Röntgenstrahlung Photoelektronen aus der Oberfläche emittiert. Aus der 
kinetischen Energie der Photoelektronen und der Bindungsenergie lässt sich die chemische 
Zusammensetzung der Probe ermitteln.[39] 
 
Röntgen-Nahkanten-Absorptions-Spektroskopie (near-edge x-ray absorption fine structure, 
NEXAFS) 
Bei der synchrotonbasierten NEXAFS-Spektroskopie werden kernnahe Elektronen in 
unbesetzte molekulare Orbitale angeregt. Dabei wird die Energie der Röntgenstrahlung 
langsam erhöht, bis schlagartig die Absorption ansteigt. Aus der Lage der ermittelten 






Um die molekularen Details von Protein-Kohlenhydrat-Wechselwirkungen zu studieren, 
bieten sich SAMs als Modellsysteme an.[44,45] Diese lassen sich mit den oben beschriebenen 
Methoden genau untersuchen.[46] Sie sind im Vergleich zu biologischen Systemen durch ihren 
regelmäßigen Aufbau weniger komplex, wodurch sich spezifische Fragestellungen adressieren 
lassen.[47] Zudem lassen sich solche Modellsysteme, basierend auf den erhaltenen 
Ergebnissen, schrittweise verändern. 
Glycomimetische Oberflächen, sog. Glyco-SAMs, sind selbst-anordnende Monolagen, die 
Zuckerkopfgruppen tragen. Protein-Kohlenhydrat-Wechselwirkungen lassen sich z. B. über die 
Bindung an fluoreszierende Lektine oder Bakterien bestimmen.[42,45]  
Will man jedoch speziell die Protein-Kohlenhydrat-Wechselwirkungen in Abhängigkeit der 
Ligand-Orientierung untersuchen, bietet es sich an molekulare „Scharniere“, die die 
Ausrichtung des Liganden ändern, in die Glycokonjugate einzubauen. Solche molekularen 
Scharniere können Azobenzol-Derivate sein (Abb. 1.8). Durch Bestrahlung mit Licht einer 
geeigneten Wellenlänge, isomerisiert nicht nur die N=N-Doppelbindung der Azobenzol-
Einheit, sondern auch die Zuckerkopfgruppe. Die E/Z-Isomerisierung kann mittels IRRAS 
verfolgt werden. Nach der E→Z-Isomerisierung nimmt die Intensität der CArylOMan-Bande bei 




Abb. 1.8: Schematische Darstellung der E/Z-Isomerisierung von Glyco-SAMs.  
 
Die Vorteile solcher Systeme sind, dass man mit einem Molekül zwei unterschiedliche 
Glycokonjugate erhält, die sich reversibel durch Belichtung ineinander überführen lassen. 
Zudem entstehen hierbei keine Nebenprodukte, die aufwendig abgetrennt werden müssen.  
 
Je nach Fragestellung können alle drei Komponenten: Zucker-Kopfgruppe, Azobenzol-Schalter 
und Linker variiert werden. Wird die Belichtung des Glyco-SAM in Gegenwart von lebenden 




rotwelligen Bereich absorbieren.[48,49] Für die Testung der bakteriellen Adhäsion muss als 
Linker eine Oligoethylenglycol-Einheit verwendet werden, da sonst eine unspezifische 
Bindung an die Gold-Oberfläche erfolgt.[44]  
1.5. Photoschaltbare Kohlenhydrat-Orientierung ‒ State of the art 
2014 konnten T. WEBER et al. zeigen, dass die Kohlenhydrat-Erkennung von der Präsentation 
des Liganden abhängig ist.[47] Dazu untersuchten sie die bakterielle Adhäsion von Typ-1 
fimbrierten E. coli an Gold-Oberflächen, die aus einem Azobenzolmannosid (Abb. 1.9) 
aufgebaut waren. Nach E→Z-Isomerisierung, die mittels IRRAS verfolgt wurde, nahm auch die 
Adhäsion der E. coli. um 80 % ab. Wurde der Z-SAM zurück isomerisiert, so ließ sich auch die 
bakterielle Adhäsion vollständig wiederherstellen. Es wurde gezeigt, dass dieser Prozess 
reversibel ist und sich mehrmals wiederholen lässt.[47]  
 
Abb. 1.9: Schematische Darstellung der bakteriellen Adhäsion an den Glyco-SAM, hergestellt aus dem 
Azobenzolmannosid (mitte). Links: das Lektin FimH mit der Bindungstasche. Rechts: Nach 
Isomerisierung in die E-Form ist die bakterielle Adhäsion signifikant reduziert.[47] 
 
Der Ansatz der „schaltbaren“ bakteriellen Adhäsion durch die reversible 
Konformationsänderung des Kohlenhydrat-Liganden wurde auch in einer komplexeren 
Umgebung untersucht. 2019 funktionalisierten D. DESPRAS et al. die Oberflächen menschlicher 
Zellen, durch metabolic oligosaccharide engineering (MOE) mit Aziden.[50] Durch eine 
kupferkatalysierte 1,3-dipolare Cycloaddition wurde ein Azobenzoltrimannosid an der 
Oberfläche der Zellen angebracht. Es wurde die bakterielle Adhäsion an E. coli getestet und 
auch hier wurde eine Abhängigkeit der Kohlenhydrat-Erkennung von der Ligand-Orientierung 
festgestellt. Die Bindung an die Zellen mit dem Z-Isomer war um ca. 50 % reduziert im 
Vergleich zu der E-Form.[50]  
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2. Projektidee und Zielmoleküle 
Die Arbeitsgruppe LINDHORST konnte kürzlich zeigen, dass die Photoisomerisierung eines mit 
dem Azobenzolmannosid 1 hergestellten Glyco-SAMs erlaubt, die Adhäsion von E. coli-Zellen 
reversibel „an-“ und wieder „auszuschalten“ (vgl. Kap. 1.5).[47] Die bakterielle Adhäsion war im 
Z-Zustand des SAM bis zu 80 % der reduziert. Dieses Ergebnis zeigt, dass die Orientierung des 
Zuckerliganden auf einer Oberfläche für die Kohlenhydrat-Erkennung mitentscheidend ist, 
wirft aber andererseits auch wieder neue Fragen auf. Zum einen ist unklar, ob die Abnahme 
der bakteriellen Adhäsion um 80 % damit zusammenhängt, dass die Schaltung des SAMs 
unvollständig ist, oder ob ein geringer Teil der E. coli-Zellen an die Mannoseliganden bindet, 
obwohl der SAM komplett in das Z-Isomer überführt wurde. Andererseits könnte die Rest-
Adhäsion auch daher rühren, dass die Isomerisierung des Glyco-SAM nicht vollständig ist. 
Diese Arbeit ist daher der Synthese von Molekülen gewidmet, die diese Fragen zu 
beantworten helfen. Da Glyco-SAMs mehr oder weniger die Glycocalyx auf der Zelloberfläche 
nachahmen sollen, sollten sich die Kohlenhydratkopfgruppen der SAMs möglichst dem 
natürlichen Vorbild annähern. Der erste Teil dieser Arbeit beschäftigt sich daher mit der 
Erhöhung der Zuckerkomplexität von Glyco-SAMs. Im zweiten Teil geht es darum, durch 
Anwendung verschiedener literaturbekannter Konzepte, die Photoisomerisierung von Glyco-
SAMs zu verbessern und in Kooperation mit dem Arbeitskreis TUCZEK zu quantifizieren.  
Komplexere Glyco-SAMs können aus dem Azobenzolmannosid 2 hergestellt werden, das 
gegenüber dem bekannten Molekül 1 eine zusätzliche Mannose-Einheit besitzt (vgl. Kap. 1.2). 
Die Manα→1,3Man-Kopfgruppe ist ein Ligand für das bakterielle Lektin FimH und ein 
Bestandteil der eukaryontischen Glycocalyx. Die Herstellung von 2 stellt gegenüber der 
Herstellung von 1 einige fundamental höhere Anforderungen an die Syntheseplanung.





Abb. 2.1: Das von V. CHANDRASEKARAN hergestellte Mannobiosid 1 und das Zielmolekül 2 für die 
Herstellung von Glyco-SAMs zur Untersuchung der Adhäsion von E. coli in Abhängigkeit von der 
Orientierung des Kohlenhydrat-Liganden.  
 
Der Hauptteil der vorliegenden Arbeit beschäftigt sich mit der Synthese und Untersuchung 
von Glycoazobenzol-Derivaten, mit denen sich Glyco-SAMs mit optimierter 
Photoisomerisierungskapazität herstellen lassen. 
Da bekannt ist, dass die E/Z-Isomerisierung von Azobenzol einem 
Rotations-/Inversionsmechanismus folgt und dieser sterisch sehr anspruchsvoll ist, beruht der 
erste Ansatz darauf, den einzelnen Molekülen genügend Platz zu geben.  
So wurden in Vorarbeiten von V. CHANDRASEKARAN die Azobenzolmannoside für die Herstellung 
photoschaltbarer Glyco-SAMs mit kürzeren Alkyl-Thiolen „verdünnt“ (Abb. 2.2).[46] Es wurden 
sowohl der unverdünnte Glyco-SAM untersucht als auch verschiedene 
Verdünnungsverhältnisse. Die Photoisomerisierung wurde mittels IRRAS, anhand der 
CArylOMan-Bande bei ca. 1250 cm-1, verfolgt. Dabei konnte beobachtet werden, dass ohne 
Verdünnung keine Photoisomerisierung stattfindet.[46]  




Abb. 2.2: Schematische Darstellung der verdünnten Glyco-SAMs. Die flexiblen Alkyl-Linker und 
Verdünner-Moleküle sind als schwarze Striche dargestellt.  
 
Ein ähnlicher Ansatz, der ebenfalls damit arbeitet Platz für die einzelnen Schalter-Moleküle 
auf der Oberfläche zu schaffen, wurde von R. HERGES et al. etabliert.[51] Dabei werden zunächst 
sog. Triazatriangulenium-Plattformen (TATA) auf der Gold-Oberfläche adsorbiert. In die Mitte 
der Plattformen können Azobenzol-Anionen kovalent gebunden werden (Abb. 2.3). Durch die 
Länge der Alkyl-Seitenketten kann der Abstand zwischen den Plattformen variiert werden. Bei 
dieser Methode bilden sich hochgeordnete Domänen aus. Der Vorteil dieser Methode ist, dass 
das Azobenzol-Derivat senkrecht zur Oberfläche steht, was für die Untersuchung der E/Z-
Isomerisierung im IRRAS von großem Vorteil ist.[51] 
 
Abb. 2.3: Octyl-TATA-Plattform (links) mit unterschiedlichen Azobenzol-Derivaten für die 
Funktionalisierung von Au(111)-Oberflächen.[51] 
 
Abgeleitet von den TATA-Plattformen ist das  onzept der „selbstverdünnenden“ SAMs. Diese 
tragen anstelle der raumfordernden Plattform am Molekülfuß eine voluminöse Kopfgruppe, 
die nach der SAM-Bildung abgespalten wird. Der so entstandene Platz soll den 
Glycokonjugaten für die E→Z-Isomerisierung zur Verfügung stehen. Dass dieses Konzept 
2. Projektidee und Zielmoleküle 
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funktioniert, wurde bereits von J. LAHANN et al. gezeigt.[52] Sie funktionalisierten eine Gold-
Elektrode mit einer (16-Mercapto)hexadodecansäure, deren Kopfgruppe mit einem Trityl-
Derivat geschützt war. Nach saurer Hydrolyse war der SAM immer noch stabil und die 
Moleküle ließen sich durch Anlegen eines elektrischen Potentials reversibel schalten.[52] 
Um diesen Ansatz auf die Glyco-SAMs zu übertragen (Abb. 2.4), kann die Zuckerkopfgruppe 
mit einer voluminösen Schutzgruppe versehen werden, die während der SAM-Bildung Platz 
besetzt, der nach der SAM-Bildung durch Entfernen der Schutzgruppe frei gegeben wird. 
Solche „selbstverdünnenden“ Glyco-SAMs sind ein Ziel der vorliegenden Dissertationsschrift.  
 
Abb. 2.4: Schematische Darstellung der „selbstverdünnenden“ Glyco-SAMs. Links: Die Glycokonjugate 
tragen bei der SAM-Bildung eine raumfordernde Schutzgruppe, die nach Abspaltung auf dem SAM 
Platz für die E/Z-Isomerisierung (rechts) schafft. 
 
Für die selbstverdünnenden Glyco-SAMs wurde das Azobenzol-Derivat 3 anvisiert, um das 
Funktionsprinzip zu testen. Als voluminöse Schutzgruppe wurde, angelehnt an die Literatur[52], 
die Trityl-Schutzgruppe gewählt. Trityl-Schutzgruppen lassen sich unter leicht sauren 
Bedingungen abspalten.[53] Mit dem Testmolekül 3 sollten die Bedingungen für die saure 
Hydrolyse der Trityl-Schutzgruppe auf Gold(111) gefunden werden. Die tritylierten Derivate 
4-6 wurden für denselben Zweck benötigt, außerdem das TBDPS-Silylether-geschützte 
Azobenzolmannosid 7. Um die Photoisomerisierung dieser Glycokonjugate mit den 
Ergebnissen aus den Vorarbeiten vergleichen zu können, wurde wie bei V. CHANDRASEKARAN et 
al. ein Hexyl-Linker verwendet.[46] 
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Abb. 2.5: Zielmoleküle für die Bildung von selbstverdünnenden SAMs auf Au(111) mit 
unterschiedlichen Kopfgruppen. 
 
Die Idee der „Super-Trityl“-Gruppe entstand, um noch mehr Platz bei der SAM-Bildung zu 
schaffen (Abb. 2.6). Die Super-Trityl-Schutzgruppe 8 besitzt neben dem Trityl-Gerüst zusätzlich 
drei Benzoyl-Schutzgruppen, welche basisch gespalten werden können,[53] so dass die Größe 
dieser Schutzgruppe auch graduell variierbar wäre. So könnte durch sukzessive Spaltung 
orthogonaler Schutzgruppen geprüft werden, ob mit mehr Platz zwischen den Azobenzol-
Derivaten auf der Oberfläche auch eine verbesserte E/Z-Isomerisierung einhergeht.  
 




Abb. 2.6: Schematische Darstellung des Super-Trityl-Glyco-SAMs. A: Spaltung der Benzoesäureester 
durch basische Hydrolyse, B: Spaltung des Trityl-Restes durch saure Hydrolyse. Rechts: Super-Trityl-
Rest mit Farbcode. Die E/Z-Isomerisierung soll in Abhängigkeit des zur Verfügung stehenden Platzes 
auf der Oberfläche untersucht werden. 
 
Ein dritter Ansatz zur Verbesserung der E/Z-Photoisomerisierung auf Oberflächen wird mit 
Glyco-SAMs eingeschlagen, die aus Glyco-Biphenylazobenzol-Derivaten aufgebaut sind. In der 
Tat konnten G. PACE et al. mit Biphenylazobenzol-Derivaten eine fast quantitative 
Photoisomerisierung messen.[54] 
Biphenylazobenzole sind aufgrund von π-π-Wechselwirkungen auf der Oberfläche sehr dicht 
gepackt. Diese Anordnung unterstützt die E/Z-Isomerisierung ganzer Domänen, was G. PACE et 
al. im STM beobachten konnten.[54] Um auch mit Glyco-SAMs eine ähnlich hervorragende 
Photoisomerisierung zu erreichen, wurde hier die Synthese von Glycoazobenzol-Konjugaten 
geplant, die anstelle flexibler alkylischer Linker ein starres aromatisches Rückgrat aufweisen 









Abb. 2.7: Schematische Darstellung der unverdünnten, dichtgepackten Glyco-SAMs mit aromatischem 
Rückgrat. 
 
Solche Derivate können bezüglich der relativen Anordnung von Biphenylazobenzol-Einheit 
und Kopfgruppe variiert werden (Abb. 2.8), um herauszufinden, welche molekulare 
Architektur sich auf die Photoisomerisierungskapazität optimal auswirkt. Außerdem kann 
durch die Variation der Mannose-Kopfgruppe 13-15 auch der Einfluss von Wasserstoff-
brückenbindungen zwischen den Zucker-Kopfgruppen auf die Photoisomerisierung 
untersucht werden.  
 
 
Abb. 2.8: Zielmoleküle mit starrem aromatischem Rückgrat.  
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Schließlich wurde die Idee verfolgt, Azobenzol-Derivate über einen molekularen „Dreifuß“ auf 
der Gold-Oberfläche zu verankern. Durch die „dreifüßige“ Struktur soll einerseits Platz 
zwischen den Molekülen geschaffen werden, um die E/Z-Isomerisierung sterisch zu 
erleichtern und andererseits ist der aus solchen Molekülen aufgebaute SAM, durch den 
Chelat-Effekt der dreifachen Bindung an die Oberfläche, thermisch sehr stabil. Zudem würde 
der Photoschalter nicht mehr geneigt auf der Oberfläche stehen, sondern nahezu senkrecht. 
Dadurch würde sich nach Photoisomerisierung ein deutlicher Intensitätsunterschied der 
CArylOMan-Bande im IRRAS ergeben.[55,56]  
Die synthetischen Derivate 16 und 17 eignen sich für die Untersuchung dieser „Tripod“ Idee 
(Abb. 2.9).  
 













3. Ergebnisse und Diskussion 
 




Für die Planung der Synthese des photoschaltbaren Mannobiosids 2 wurde das Zielmolekül 
retrosynthetisch in drei Teile zerlegt, die Mannobiosid-Kopfgruppe, Dihydroxyazobenzol (18) 
und die Thiol-terminierte Linkereinheit (Abb. 3.1). 
 
Abb. 3.1: Retrosynthetische Zerlegung des Mannobiosids in die drei Hauptbestandteile: Mannobiosid-
Donor (grün), Dihydroxyazobenzol 18  (gelb) und der Tetraethylenglycol-Linker (blau). LG: Leaving 
group (Abgangsgruppe). 
 
Diese retrosynthetische Zerlegung bietet den Vorteil eines modularen Aufbaus. So können 
diese einzelnen Synthesebausteine variiert werden, um den Zugang zu weiteren Molekülen zu 
erleichtern. Darüber hinaus spart die konvergente Syntheseroute Zeit.  
Für die Synthese des Mannobiosid-Donors wurde zunächst das literaturbekannte 
Thiophenylmannosid 19[57] in einer fünfstufigen Synthese zum 3-OH-freien Derivat 23 
umgesetzt (Abb. 3.2). In dieser Synthese dient das Thiophenyl-Aglycon nicht als 
Abgangsgruppe in einer Glycosylierung, sondern als Schutzgruppe. Die Synthesestrategie ist 
angelehnt an die Synthese eines Azobenzolmannobiosids von V. CHANDRASEKARAN und 
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Kollegen.[58] Im ersten Schritt wurde das Acetyl-geschützte Thiophenylmannosid 19 unter 
Zemplén-Bedingungen mit Natriummethanolat vollständig entschützt und dann direkt mit 
tert-Butyldiphenylsilylchlorid zum 6-O-TBDPS-geschützten Mannosid 20[59] umgesetzt. Die 
TBDPS-Gruppe wurde hier gewählt, weil sie sehr stabil ist und auch bei sehr sauren 
Bedingungen, wie z.B. Glycosylierungen mit Bortrifluoriddiethyletherat, intakt bleibt.  
 
Abb. 3.2: Synthese des Mannobiosid-Donors 27: a) NaOMe, MeOH, CH2Cl2, 2 h, RT; b) Pyridin, TBDPS-
Cl, 2 d, RT; c) p-TsOH, Triethylorthobenzoat, Acetonitril, 16 h, RT; d) Pyridin, Ac2O, DMAP, 24 h, RT; e) 
p-TsOH, F3CCOOH, CH2Cl2, H2O, 16 h, RT; f) TMSOTf, MS 3 Å, CH2Cl2, 0 °C→RT, 2.5 h; g) NBS, 
Aceton/H2O, 1 h, RT; h) Cl3CCN, DBU, CH2Cl2, 0 °C→RT, 2 h. 
 
Im nächsten Schritt wurde der Orthoester 21 gebildet und ohne Isolierung direkt weiter zum 
4-O-Acetyl-geschützten Derivat 22 umgesetzt. Danach wurde der Orthoester mit 
Trifluoressigsäure und p-Toluolsulfonsäure regioselektiv geöffnet, um das selektiv entschützte 
α-Mannosid 23 in einer guten Ausbeute von 49 % über drei Schritte zu erhalten. Die 
Zwischenprodukte 21 und 22 wurden jeweils wässrig aufgearbeitet, aber nicht isoliert. Die 
Kontrolle des Reaktionsfortgangs erfolgte per Dünnschichtchromatographie (DC). Das α-
Thiophenylmannosid 23 wurde nach säulenchromatographischer Reinigung an Kieselgel 
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anomerenrein erhalten und in einer Glycosylierungsreaktion mit dem Mannosyl-Donor 24[60] 
umgesetzt. Als Promotor wurde eine katalytische Menge Trimethylsilyltrifluormethansulfonat 
(TMSOTf) verwendet, um das Mannobiosid 25 in einer guten Ausbeute von 66 % zu erhalten. 
Bei Verwendung von Bortrifluoriddiethyletherat als Promotor wurde eine Spaltung des Silyl-
Ethers beobachtet, was zur Verringerung der Ausbeute führte.  
Leider war die Glycosylierung von Dihydroxyazobenzol (18) mit dem Thiophenmannosyl-
Donor 25 nicht möglich, so dass das Thioglycosid zunächst über zwei Schritte in das 
entsprechende Trichloracetimidat 27 umgewandelt wurde. Dafür wurde anstelle von N-
Iodsuccinimid (NIS) das preiswertere N-Bromsuccinimid (NBS) verwendet. NIS ist mit einem 
Preis von 451 €/100 g deutlich teurer als das Bromanalogon NBS (31 €/100g).2 Dieser enorme 
Preisunterschied macht sich deutlich bemerkbar, wenn im Grammmaßstab gearbeitet wird 
und drei bis vier Äquivalente Succinimid eingesetzt werden. Die Umsetzung ist auch mit NBS 
sehr gut. Nach einer Reaktionsdauer von nur einer Stunde und säulenchromatographischer 
Reinigung wurde das reduzierende Mannobiosid 26 in einer guten Ausbeute von 75 % 
erhalten.[57] Dabei wurde fast ausschließlich das α-Anomer erhalten. Im nächsten Schritt 
wurde in einer sehr guten Ausbeute von 94 % das Trichloracetimidat 27 nach Umsetzung von 
Trichloracetonitril und DBU erhalten.[60] Auch das Trichloracetimidat 27 wurde 
säulenchromatographisch gereinigt, bevor es weiter umgesetzt wurde.  
Für die Synthese des Azobenzol-Linkers 32 wurden zunächst nach einer Vorschrift von A. KYVIK 
et al.[41] Tetraethylenglycol (28) mit 11-Bromundecen (29) in einer nucleophilen 
Substitutionsreaktion umgesetzt (Abb. 3.3). Die Ausbeute der Reaktion war mit 27 % nicht 
hoch, jedoch wurde diese nur einmal in großem Maßstab durchgeführt und blieb ohne 
Optimierung. Der Alkohol 30 wurde anschließend in einer sehr guten Ausbeute von 81 % in 
das Tosylat 31 überführt (Abb. 3.3).[61]  
 
Abb. 3.3: Synthese des Azobenzol-Linkers 32. Reaktionsbedingungen: a) NaOH, DMF, 5 h, 80 °C; b) 
TsCl, Triethylamin, CH2Cl2, 2 d, RT; c) K2CO3, DMF, 3 h, 80 °C, 16 h, RT.  
 
2 Sigma-Aldrich, Stand September 2019. 
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Die Synthese des Azobenzolmannobiosids 34 (Abb. 3.4) wurde über zwei Wege durchgeführt. 
Dabei ist der direkte Weg durch die Glycosylierung des Azobenzol-Linkers 32 mit dem 
Mannobiosid-Trichloracetimidat 27 zu bevorzugen. Das Mannobiosid 34 wurde nach einer 
kurzen Reaktionszeit von vier Stunden und säulenchromatographischer Reinigung in einer 
sehr guten Ausbeute von 90 % erhalten. Wurde der Donor 27 im Überschuss eingesetzt, 
musste nur noch das Hydrolyseprodukt des Donors 27 säulenchromatographisch vom Produkt 
34 getrennt werden, was sehr gut gelang. Wurde der Donor in äquimolarer Menge eingesetzt, 
befand sich das noch nicht umgesetzte Linkermolekül 32 im Rohprodukt. Da 32 und 33 
ähnliche Retentionsfaktoren besaßen, war in diesem Fall die säulenchromatographische 
Reinigung von 33 schwieriger. Der Umweg über die Glycosylierung des Dihydroxyazobenzols 
(18) und die anschließende Veretherung mit dem tosylierten Linker 31 lieferte geringere 
Ausbeuten von 57 % und 68 %. Außerdem war die chromatographische Trennung des 
Azobenzolmannobiosids 34 von dem nicht umgesetzten Tosyl-Linker 31 sehr schwierig. Hier 
muste die Säulenchromatographie mehrmals wiederholt werden bis das Produkt rein vorlag, 
was diese Syntheseroute sehr zeitaufwendig machte und zu Verlusten in der Ausbeute führte.  
 
Abb. 3.4: Synthese des Azobenzol Mannobiosids 34 über zwei verschiedene Wege. 
Reaktionsbedingungen: a) MS 3 Å, Bortrifluoriddiethyletherat, CH2Cl2/Acetonitril, 15 min, 0 °C, 4 h, RT; 
b) K2CO3, DMF, 3 h, 90 °C; c) Bortrifluoriddiethyletherat, CH2Cl2, 0 °C→RT, 16 h. 
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Thiole sind sehr oxidationsempfindlich und bilden an Luftsauerstoff leicht Disulfide. Zwar 
lassen sich sowohl mit Thiolen als auch mit Disulfiden SAMs bilden, allerdings weisen beide 
unterschiedliche Kinetiken bei der SAM-Bildung auf.[62] Für die Vergleichbarkeit der Ergebnisse 
ist es daher wichtig, immer eine einheitliche Spezies für die Fabrikation der Monolagen zu 
verwenden. Nach Absprache mit den Kooperationspartnern V. POONTHIYIL und G. DESPRAS aus 
dem AK LINDHORST und dem AK TERFORT in Frankfurt, die die Funktionalisierung der Gold-
Oberflächen durchführen, wurde beschlossen das Mannobiosid als S-Thioacetyl-Derivat zur 
Verfügung zu stellen. Wegen der Oxidationsempfindlichkeit freier Thiole sollten die idealen 
Bedingungen zur Acetyl-Entschützung direkt vor Ort gefunden werden.  
Dazu wurde das Mannobiosid 34 zunächst in zwei Schritten mit TBAF und Natriummethanolat 
in einer sehr guten Ausbeute von 83 % entschützt (Abb. 3.5). Das entschützte Mannobiosid 35 
wurde durch Größenausschluss-Chromatographie gereinigt. Im nächsten Schritt wurde 35 mit 
Thioessigsäure und dem Radikalstarter DMPA in einer radikalischen Thiol-en-Addition 
umgesetzt. Dazu wurde das Mannosid 35 für 5 Stunden mit 365 nm belichtet und 5 Tage bei 
Raumtemperatur gerührt (Abb. 3.5). Zur Reaktionskontrolle wurde die Reaktionslösung 
eingeengt und ein 1H-NMR-Spektrum aufgenommen (Abb. 3.6). Dabei ließ sich anhand des 
charakteristischen Multipletts des Alken-Protons bei 5.79 ppm erkennen, dass noch ca. 30 % 
Edukt vorlag (Abb. 3.6). Da sich Edukt und Produkt aufgrund der großen strukturellen 
Ähnlichkeit säulenchromatographisch nicht trennen ließen, musste der Umsatz erhöht 
werden. Deshalb wurde noch einmal dieselbe Menge Thioessigsäure und DMPA zum 
Rohprodukt gegeben und die Reaktionslösung für weitere fünf Stunden mit 365 nm belichtet. 
Nach Entfernung des Lösungsmittels wurde, um Initiator- und Thioessigsäurereste zu 
entfernen, das Rohprodukt über Kieselgel filtriert. Das S-Thioacetylmannobiosid 35 wurde in 
einer Ausbeute von 69 % sauber erhalten. Anschließend wurden die photochromen 
Eigenschaften in Lösung getestet (Kap. 3.1.2). 




Abb. 3.5: Entschützung des Mannobiosids 34 und Thiol-en-Addition. Reaktionsbedingungen: a) TBAF, 
THF, 2 h, RT; b) NaOMe, MeOH, 16 h, RT; c) Thioessigäure (5 Äq.), MeOH, 1,4-Dioxan, 5 h, 365 nm, 5 d 
RT, Thioessigäure (5 Äq.), MeOH, 1,4-Dioxan, 5 h, 365 nm. 
 
 
Abb. 3.6: NMR-Spektren (200 MHz) des Alkens 35 (blau), des Rohproduktes 36 nach 5 Stunden 
Belichtung mit 365 nm (grün) und des Rohproduktes nach nochmaliger Zugabe von Thioessigsäure und 
Belichtung für 5 Stunden mit 365 nm (rot). Das Signal für des Alken-Protons ist blau unterlegt.  
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3.1.2. Photochrome Eigenschaften 
Zur Untersuchung einer reversiblen photochemischen Reaktion wird üblicherweise das 
photostationäre Gleichgewicht bzw. der photostationäre Zustand (photostationary state, PSS) 
betrachtet. Dieser gibt die chemische Zusammensetzung nach Belichtung mit einer 
bestimmten Wellenlänge an und wird entweder in Prozent oder als Verhältnis angegeben.  
Die Bestimmung des PSS erfolgte über 1H-NMR-Spektroskopie (500 MHz, 298 K). Dazu wurde 
die Probe über Nacht bei 40 °C im Dunkeln relaxiert (Grundzustand, GS, Abb. 3.7). Zur 
Bestimmung des PSS bei 365 nm und 435 nm wurde die Probe für 10 min mit den 
entsprechenden Wellenlängen belichtet. Der PSS wurde aus dem Intergral des anomeren 
Protons H-1 (Abb. 3.7) bestimmt. 
 
Abb. 3.7: 1H-NMR-Spektren (500 MHz, MeOD, 10.6 mM) der photostationären Zustände von 36. Blau: 
Grundzustand, grün: PSS bei 365 nm, rot: PSS bei 435 nm. Die anomeren Protonen H-1 und H-1‘ sind 
grau unterlegt. 
 
Aus den Belichtungsexperimenten ergibt sich bei 365 nm ein exzellentes PSS von 0:100 (E : Z), 
und bei 435 nm ein moderates PSS von 61:39 (E : Z). Anhand der chemischen Verschiebung 
der anomeren Protonen kann man erkennen, dass die E/Z-Isomerisierung  der Azogruppe vor 
allem H-1 betrifft (Δppm = 0.13) und weniger H-1‘ (Δppm = 0.04). Dies ist zu erwarten, weil 
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sich bei der E/Z-Isomerisierung die größte strukturelle Änderung an den Atomen vollzieht, die 
sich in räumlicher Nähe der Azobenzol-Einheit befinden. Je weiter entfernt Atome oder 
Gruppen von der N=N-Doppelbindung sind, desto geringer ist der Einfluss der E/Z-
Isomerisierung auf ihre chemische Umgebung. Dieses kann auch anhand der Signale des 
Undecen-Restes nachvollzogen werden, deren chemische Verschiebung sich nach Bestrahlung 
nicht ändern.  
Die UV/vis-Spektren des Mannobiosids 36 verändern sich nach Bestrahlung in einer für 
Azobenzol-Derivate typischen Weise (s. Kap. 7.2 und Tab. 3.1).  
Mit einer Halbwertszeit von fast 20 Stunden in Methanol ist das Z-Isomer von 36 viermal so 
stabil wie das von V. CHANDRASEKARAN hergestellte Z-Azobenzolmannosid 1 (5 Stunden in 
Methanol)[47].  
 





λπ-π* (trans) [nm], 
λn-π* (cis) [nm][b] 
Halbwertszeit 
1/2 [h][a] 
ε [mol-1 × L × cm-1] 
0:100 61:39 353 
446 
19.9 h 24 449.40 ± 189.86 (E) 
2 407.61 ± 71.95 (Z) 
[a] Berechnet aus dem E/Z-Verhältnis der Integrale der anomeren Protonen H-1 aus dem 1H-NMR-
Spektrum (MeOD, 10.6 mM); [b] in MeOH (41.3 μM), Belichtung mit jeweils 2 min mit 365 nm bzw. 
435 nm. 
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3.2. Verbesserung der E/Z-Isomerisierung: „Selbstverdünnende“ 
Glycoazobenzol-SAMs 
 
3.2.1. Die Trityl- und „Super-Trityl“-Schutzgruppe zur „Selbstverdünnung“ von SAMs 
In ihrem Paper von 2003 haben J. LAHANN et al. gezeigt, dass eine 2-Chlortrityl-Schutzgruppe 
von Alkylthiolaten direkt auf dem SAM abgespalten werden kann und dass der SAM danach 
immer noch stabil und funktional ist.[52] Um zu testen, ob das auch mit Azobenzol-Derivaten 
gelingt, sollte zunächst das einfache Azobenzol-Derivat 3 (s. Kap. 2) synthetisiert werden. Dazu 
wurde im ersten Schritt das Dihydroxyazobenzol (18) mit dem S-Thiohexyl-Linker 37[63] in einer 
nucleophilen Substitutionsreaktion zu 38 verethert (Abb. 3.8).  
 
 
Abb. 3.8: Synthese der Acetyl-geschützten Test-Moleküle 41 und 42 für die Selbstverdünnung von 
SAMs. Reaktionsbedingungen: a) K2CO3, DMF, 3 h, 80 °C; b) Triethylamin, CH2Cl2, 16 h, RT. 
 
Im nächsten Schritt wurde 38 mit den Dimethoxytritylchlorid-Derivaten 39 (DMTr) und 40 (Tr) 
umgesetzt. Nach einer Reaktionszeit von 16 Stunden zeigte die DC-Kontrolle in beiden Fällen 
eine Umsetzung. Nach säulenchromatographischer Reinigung konnte das Trityl-geschützte 
Azobenzolderivat 42 (Reaktion von 38 mit 40) in einer sehr guten Ausbeute von 70 % erhalten 
werden, während andererseits nach säulenchromatographischer Aufreinigung der Reaktion 
von 38 mit 39 immer nur das Edukt 38 erhalten wurde. Dies deutet auf die Instabilität des 
Produktes an Kieselgel hin. Auch wenn das Lösungsmittel bei der Säulenchromatographie 1 % 
Triethylamin enthielt, wurde eine Zersetzung auf der Säule beobachtet. Leider zersetzte sich 
auch das Trityl-Derivat 42 bei der Entschützung unter Zemplén-Bedingungen. Deshalb wurde 
42 als S-Thioacetat für die SAM-Bildung eingesetzt und danach mit Ammoniumhydroxid nach 
den Bedingungen von V. CHANDRASEKARAN[46] in situ entschützt. Die Oberflächenpräparation, die 
Messung der IRRA-Spektren sowie die Berechnungen der theoretischen IRs wurde von A. 
SCHLIMM aus dem Arbeitskreis TUCZEK durchgeführt. Für die Trityl-Entschützung des SAM wurde 
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die Oberfläche über Nacht einer salzsauren ethanolischen Lösung (1 M) ausgesetzt. Nach der 
Entschützung wies der SAM dieselben charakteristischen Banden auf, wie vor der 
Entschützung und stimmte gut mit dem berechneten IR überein (s. Anhang). Diese Ergebnisse 
beweisen, dass der SAM auch nach der sauren Entschützung stabil ist. 
Ein weiteres Teilprojekt peilte die Synthese des Monotrityl-dimannosyl-Derivates 4 und des 
Ditrityl-monomannosyl-Derivates 5 an (Abb. 3.9). Mit diesen Glycokonjugaten sollte der 
Einfluss des sterischen Anspruches der Kopfgruppe auf die E/Z-Isomerisierung der 
„selbstverdünnenden“ SAMs untersucht werden.  etrosynthetisch lassen sich diese 
Zielverbindungen in drei Bausteine zerlegen (Abb. 3.9). Dabei kann das synthetisch leicht 
zugängliche Tris-Azid 43 durch Glycosylierung oder nucleophile Substitution mit dem 
Thioacetyl-Linker 37 funktionalisiert werden. An der Azidfunktion kann es in einer Kupfer-
katalysierten 1,3-Cycloaddition (CuAAC) mit dem literaturbekannten Azobenzol-Alkin 44[64] 
funktionalisiert werden. Die Vorteile der CuAAC sind unter anderem die guten Ausbeuten und 
die milden Reaktionsbedingungen.[65]  
 
Abb. 3.9: Retrosynthetische Zerlegung der Zielmoleküle 4 und 5 in die Edukte. 
 
Die Synthese begann mit der Cbz-Schützung der Aminofunktion von TRIS 
(Tris(hydroxymethyl)-aminomethan, 45). In 86 %  wurde 46[66] erhalten (Abb. 3.10) und im 
nächsten Schritt mit einem Überschuss Dimethoxytritylchlorid (39) bzw. Tritylchlorid (40) 
umgesetzt.  




Abb. 3.10: Erster Ansatz zur Einführung der Trityl-Schutzgruppe. Reaktionsbedingungen: a) NaHCO3, 
Cbz-Cl, H2O/Ethylacetat, 4.5 h, RT; b) Triethylamin, DMF, 16 h, RT. 
 
Dünnschichtchromatographisch konnte nach 16 Stunden in beiden Reaktionen eine 
Umsetzung festgestellt werden. Es waren jeweils drei Spots zu sehen, die vermutlich den 
mono- di- und trisubstituierten Produkten (47-52) entsprechen. Jedoch konnten diese auch 
nach mehrmaliger Säulenchromatographie nicht voneinander getrennt werden, sodass dieser 
Ansatz verworfen wurde.  
In einem zweiten Ansatz wurde aus TRIS (45) das Acetyl-geschützte Azid 53[67] in einer sehr 
guten Ausbeute von 94 % hergestellt, das im nächsten Schritt mit dem Propargylazobenzol-
Derivat 44[64] in einer CuAAC umgesetzt wurde, um nach Abspaltung der Acetyl-Schutzgruppen 
das Triol 54 zu liefern (Abb. 3.11).  
 
 




Abb. 3.11: Synthese des Azobenzol-Triazols 54. Reaktionsbedingungen: a) NaN3, Tf2O, 2 h, 0 °C, ZnCl, 
Triethylamin, 2 h, RT; b) Ac2O, NaOAc, 105 °C; c) CuSO4, Natriumascorbat, 16 h, RT; d) NaOMe, MeOH, 
3 h, RT. 
 
Allerdings wurde nach Abstimmung mit dem Kooperationspartner A. SCHLIMM die Synthese der 
„selbstverdünnenden“ Derivate 4 und 5 nicht mehr weiterverfolgt. Man nahm an, dass diese 
Moleküle aufgrund der CH2-Gruppen zwischen der TRIS- und der Azobenzol-Einheit zu flexibel 
sein würden, um auf eine effektive Umorientierung der Zuckerkopfgruppe bei E/Z-
Isomerisierung hoffen zu können. Durch diese Flexibilität und die dadurch entstehenden 
zusätzlichen Freiheitsgrade hätten die Mannose-Kopfgruppen, die im IRRAS als Marker-
Gruppen für die E/Z-Isomerisierung dienen, zu viele mögliche Orientierungen im Raum. 
Dadurch würde der Intensitätsunterschied im IRRA-Spektrum zwischen den beiden Isomeren 
sehr gering ausfallen und die Isomerisierung ließe sich nicht mehr quantifizieren.  
Nun wurde das Trityl-geschützte Mannosid-Derivat 6 für die Herstellung selbstverdünnender 
SAMs angepeilt und die Synthese im Rahmen der Bachelor-Arbeit von I. VOM SONDERN 
begonnen (Abb. 3.12).[68] Die Trityl-Schutzgruppe sollte aufgrund ihrer Größe die 
regioselektive Funktionalisierung der primären 6-OH-Gruppe des Zuckerringes erlauben. 
Ausgehend vom Azobenzolmannosid 55[46], welches zunächst basisch entschützt wurde (Abb. 
3.12), wurde die Hexylbromid-Einheit des freien Mannosids 56 mit Kaliumthioacetat 
funktionalisiert. Das Thioacetat 57 wurde in einer sehr guten Ausbeute von 72 % erhalten. Die 
Einführung der Trityl-Schutzgruppe war sehr schwierig, gelang aber schließlich unter 
Verwendung von 2,4,6-Collidin und Silbernitrat[69] in einer Ausbeute von 36 %. Dabei musste 
vor der Säulenchromatographie an Kieselgel eine wässrige Aufarbeitung zur Entfernung der 
Stickstoffbase durchgeführt werden, da andernfalls diese nicht vom Produkt getrennt werden 
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konnte. Dazu wurde mit einer zehnprozentigen wässrigen Kupfersulfat-Lösung gewaschen. 
Durch die Koordination des Collidins an das Kupfer wird die Base ausgewaschen. Es zeigte sich 
jedoch, dass das Trityl-geschützte Mannosid 58 sehr instabil ist. Die Trityl-Schutzgruppe wird 
bereits nach wenigen Tagen in deuteriertem Chloroform gespalten. Aufgrund dieser 
Zersetzung konnte die Deacetylierung zum Produkt nicht 6 durchgeführt werden, da keine 
Substanz von 58 mehr verfügbar war und diese erst wieder nachsynthetisiert werden musste.   
 
Abb. 3.12: Synthese des „selbstverdünnenden“ Azobenzolmannosids 6. Reaktionsbedingungen: a) 
NaOMe, MeOH, 1.5 h, RT; b) Kaliumthioacetat, DMF, 64 h, RT; c) AgNO3, 2,4,6-Collidin, 16 h, RT.[68] 
 
Da die Schützung der primären OH-Gruppe mit unerwarteten Syntheseschwierigkeiten 
verbunden war und die Ausbeute mit 36 % gering ausfiel, wurde zeitgleich ein zweiter 
Syntheseweg zum Erhalt von 6 verfolgt (Abb. 3.13). Zunächst wurde dabei D-Mannose (59) 
selektiv mit Tritylchlorid (40), unter Verwendung des Katalysators DMAP, geschützt (Abb. 
3.13). Dieses gelang durch Erwärmung der Reaktanden auf 100 °C für zwei Stunden. Das 
Zwischenprodukt wurde nicht isoliert, sondern im nächsten Schritt, durch Zugabe von 
Essigsäureanhydrid zur warmen Reaktionslösung, direkt zum Acetyl-geschützten Derivat 60[70] 
umgesetzt, das nach Säulenchromatographie sauber in einer zufriedenstellenden Ausbeute 
von 43 % erhalten wurde. Um aus 60 den entsprechenden Mannosyl-Donor 61 zu erhalten, 
wurde die anomere Acetyl-Schutzgruppe mit Ethylendiamin in Essigsäure selektiv entschützt 
(Abb. 3.13).[71] Das reduzierende Mannose-Derivat wurde über eine Säulenchromatographie 
gereinigt und mit DBU und Trichloracetonitril weiter zum Trichloracetimidat 61 umgesetzt.[60] 
Nach säulenchromatographischer Reinigung wurde der 6-O-tritylierte-Donor 61 in einer 
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Ausbeute von 61 % über zwei Schritte erhalten. Die tritylierten Mannose-Derivate 60 und 61 
sind sehr stabil. Sie sind selbst nach mehrjähriger Lagerung bei -15 °C noch intakt.  
 
Abb. 3.13: Synthese des Trityl-geschützten Mannosyl-Donors 61 und Glycosylierung. 
Reaktionsbedingungen: a) Tritylchlorid (40), DMAP, Pyridin, 100 °C, 2 h; b) 60 °C, Ac2O, 2.5 h RT; c) 
NH2(CH2)2NH2, H3CCOOH, THF, 16 h, RT; d) Cl3CCN, DBU, CH2Cl2, 0 °C→RT, 1 h; e) BF3·OEt2, MS 4 Å, 
CH2Cl2, 0 °C→RT, 2 h. 
 
Im folgenden Schritt lieferte die Glycosylierung des Azobenzol-Linkers 38 mit 61 und unter 
Verwendung des Promotors Bortrifluoriddiethyletherat nicht das gewünschte Produkt 62. Bei 
dieser Reaktion wurde eine Spaltung der säurelabilen Trityl-Schutzgruppe durch die Lewis-
Säure BF3 beobachtet (Abb. 3.13). 
Parallel zu den Versuchen zur 6-O-Tritylierung von Mannose wurde an der Synthese der sog. 
„Super-Trityl“ Schutzgruppe 8 (Abb. 3.14, vgl. Abb. 2.6) gearbeitet. Bei dieser, sterisch noch 
anspruchsvolleren, Schutzgruppe lassen sich die Benzoyl-Gruppen orthogonal zum Trityl-
Gerüst spalten.[53] Dazu wurde im ersten Schritt p-Rosolsäure (63) durch Umsetzung mit 
Benzoylchlorid in den Triphenylalkohol 64[72] in einer Ausbeute von 36 % umgewandelt. Nach 
Bromierung mit Acetylbromid wurde das „Super-Trityl“-Derivat 8[72] in einer guten Ausbeute 
von 63 % erhalten. In einer Testreaktion wurde das Bromid 8 mit D-Mannose (59) und DMAP 
als Katalysator umgesetzt.[72] Zur besseren Reinigung wurde im zweiten Reaktionsschritt mit 








Abb. 3.14: Synthese der “Super-Trityl“ Schutzgruppe 8 und Umsetzung mit D-Mannose. 
Reaktionsbedingungen: a) BzCl, Pyridin, 2 h, 120 °C; b) Acetylbromid, Toluol, 3 h, 65 °C, 24 h, RT; c) 
DMAP, Pyridin, 2 h; d) RT, Ac2O, 2 h, RT. 
 
Aufgrund der Instabilität des Tritylmannosids 58 und den damit verbundenen 
Syntheseschwierigkeiten wurden keine weiteren Schritte zur Optimierung der Synthese der 
„Super-Trityl“-Derivate unternommen. Insgesamt wurde von der Trityl-Schutzgruppe Abstand 
genommen und es wurde stattdessen die tert-Butyldiphenylsilyl-Schutzgruppe (TBDPS) zur 
Synthese „selbstverdünnender“ Glycokonjugate verwendet (s. Kap. 3.2.2).  
 
3.2.2. Synthese ‒ Silyl-geschützte Glycoazobenzol-SAMs 
Da die Synthese der „selbstverdünnenden“ Azobenzolmannoside auf Basis von Trityl-
Derivaten, aufgrund der Labilität der Trityl-Schutzgruppe, nicht erfolgreich war, wurde nun 
folgerichtig die Schutzgruppe variiert. Anstelle der Trityl-Schutzgruppe wurde die ebenfalls 
sterisch anspruchsvolle TBDPS-Schutzgruppe verwendet (Abb. 3.15). Diese toleriert milde 
saure Bedingungen und bleibt während Lewis-Säure-aktivierter Glycosylierungen stabil.  
Andererseits lässt sie sich mit Fluorid-Ionen abspalten.  
 
Abb. 3.15: TBDPS-geschütztes Azobenzolmannosid 7 zur  erstellung „selbstverdünnender“ SAMs.  
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Analog zur Synthese des tritylierten Mannosyl-Donors 61 (vgl. Abb. 3.13) wurde zunächst die 
freie Mannose 59 regioselektiv an 6-Position TBDPS-geschützt (Abb 3.16). Ohne Isolierung des 
Zwischenproduktes wurden die restlichen OH-Gruppen mit Essigsäureanhydrid und Pyridin 
acetyliert und das geschützte Derivat 66 nach säulenchromatographischer Reinigung in einer 
sehr guten Ausbeute von 74 % über zwei Schritte erhalten. Anschließend wurde 66 mit 
Ethylendiamin und Eisessig selektiv an der anomeren Position entschützt, um das 
resultierende Derivat 67 in einer guten Ausbeute von 77 % zu erhalten.[71] Die Synthese des 
Trichloracetimidates 68[73] gelang durch Umsetzung von 67 mit der Base DBU und einem 
Überschuss Trichloracetonitril. Nach einer Reaktionszeit von zwei Stunden und 
säulenchromatographischer Reinigung wurde der Mannosyl-Donor 68 in einer sehr guten 
Ausbeute von 95 % isoliert. Die Glycosylierung des Azobenzol-Derivates 38 gelang mit dem 
Promotor BF3·OEt2 in einer sehr guten Ausbeute von 86 %. Nach basischer Entschützung unter 
Zemplén-Bedingungen mit Natriummethanolat in Methanol wurde das TBDPS-geschützte 
Zielmolekül 7 in einer sehr guten Ausbeute von 90 % erhalten. Dabei wurde nach einer kurzen 
Reaktionsdauer von einer Stunde und säulenchromatographischer Reinigung ausschließlich 
das Thiol erhalten. Dass kein Disulfid vorlag, wurde durch hochaufgelöste 
Massenspektrometrie, 1H- und 13C-NMR-Spektroskopie, hier liegt nur ein Signal-Set vor, 
gezeigt. Als Vergleichsmolekül wurde zudem noch das freie Mannosid 70 durch Spaltung der 
TBDPS-Gruppe mit TBAF hergestellt. 
 
 




Abb. 3.16: Synthese des Silylether-geschützten Azobenzolmannosids 7. Reaktionsbedingungen: a) 
TBDPS-Cl, DMAP, Pyridin, 16 h, RT; b) Ac2O, Pyridin, 16 h, RT; c) H2N(CH2)2NH2, H3CCO2H, THF, 16 h, RT; 
d) Cl3CCN, DBU, CH2Cl2, 0°C → RT, 2 h; e) BF3·OEt2, CH2Cl2, 0 °C → RT, 2 h; f) MeOH, NaOMe, 1 h, RT; g) 
THF, TBAF, 4 h, RT. 
 
Die Zielmoleküle wurden vor der Oberflächenpräparation immer frisch hergestellt, um die 
Oxidation zum Disulfid zu verhindern. Die photochromen Eigenschaften der Verbindungen 
wurden sowohl in Lösung als auch auf der Oberfläche untersucht und die Ergebnisse in der 
Publikation „Improving the Switching Capacity of Glyco-SAMs on Au(111)” veröffentlicht.[74]  
In Zusammenarbeit mit T. RUSCH (AK MAGNUSSEN) wurde versucht STM-Bilder von Gold-SAMs, 
die mit dem TBDPS-Azobenzolmannosid 7 hergestellt wurden, aufzunehmen. Dies war jedoch 
nicht möglich, da sich die Moleküle zu schnell auf der Oberfläche bewegten.  
3.3. Schalteffizienz von Azobenzolmannosiden mit Biphenyl-Rückgrat 
 
3.3.1. Synthesen 
Da die in diesem Kapitel besprochenen Zielmoleküle 9-15 alle einen ähnlichen Aufbau aus 
Biphenyl-Einheiten, Azobenzol-Gruppen und Mannosyl-Kopfgruppen aufweisen, bietet sich 
eine modulare Synthese-Strategie an. Dabei lassen sich alle Zielmoleküle in zwei 
Bausteingruppen zerlegen, die para-Iod-substituierten S-Thiocarbamate einerseits und die 
dazu passenden Boronsäurepinakol-Ester andererseits (Abb. 3.17). In Suzuki-Miyaura-
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Kreuzkupplungen können diese beiden Komponenten, unter Ausbildung einer C-C-Bindung, 
palladiumkatalysiert umgesetzt werden.[75] Es können außer Iodid-Arylen auch die 
entsprechenden Bromide, Chloride oder Triflate verwendet werden. In diesem Projekt 
wurden die Iodide gewählt, da diese, in der Reihe der Halogenide, die höchste Reaktivität und 
die kürzesten Reaktionszeiten aufweisen.[75]  
 
Abb. 3.17: Retrosynthetische Zerlegung der Zielmoleküle mit starrem Biphenyl-Rückgrat.  
 
Die S-Thiocarbamat-Gruppe kann über die Newman-Kwart-Umlagerung aus dem 
entsprechenden O-Thiocarbamat hergestellt werden (Abb. 3.18).[76] Für die Newman-Kwart-
Umlagerung werden sehr hohe Temperaturen von 200-300 °C benötigt, um den gespannten 
viergliedrigen Übergangszustand (Abb. 3.17) zu durchlaufen.[77,78]  
 
Abb. 3.18: Mechanismus der Newman-Kwart-Umlagerung.[78] 
 
Die Newman-Kwart-Reaktion war in diesem Projekt das Mittel der Wahl, da die S-
Thiocarbamate erst unter stark basischen Bedingungen gespalten werden. Es wurden auch 
Suzuki-Kreuzkupplungen mit S-Acetyl-geschützten Thiophenol-Derivaten durchgeführt. Diese 
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waren aber unter den benötigten basischen Bedingungen zu instabil, so dass immer eine 
Deacetylierung beobachtet wurde und die gewünschten C-C-Kupplungsprodukte nicht 
erhalten werden konnten. Ein Vorteil der Newman-Kart-Umlagerung ist, dass nach basischer 
Entschützung des S-Thiocarbamates die Thiophenole in guten Ausbeuten erhalten werden.[78] 
Da Kohlenhydrate so hohe Temperaturen nicht tolerieren, wurden zunächst die S-
Thiocarbamate hergestellt, welche dann mittels Suzuki-Kupplung mit den Mannosiden 
verknüpft wurden.  
Für die Synthese des symmetrischen Biphenylazobenzol-Derivates 9 wurde zunächst p-
Iodanilin (71) in einer reduktiven Azokupplung mit Mangan(IV)oxid umgesetzt, um das 
symmetrische p,p‘-Diiodazobenzol (72) in einer sehr guten Ausbeute von 85 % zu erhalten 
(Abb. 3.19). Aufgrund der schlechten Löslichkeit des Diiodazobenzols 72 in fast allen gängigen 
organischen Lösungsmitteln, wurde beschlossen dieses in das entsprechende 
Boronsäurederivat 73 umzuwandeln. Dazu wurde das Azobenzol 72 mit einem Überschuss von 
Bis(pinakolatodiboron) (B2pin2) und Kaliumacetat in entgastem DMF umgesetzt. Für diese 
Reaktion wurde der Ferrocen-Palladium-Katalysator A verwendet. Der Diboronsäureester 73 
wurde nach säulenchromatographischer Reinigung in einer guten Ausbeute von 80 % erhalten 
(Abb. 3.19).  
 
 
Abb. 3.19: Synthese des Boronsäureester-Bausteins 73 für das Azobenzolmannosid 9. 
Reaktionsbedingungen: a) MnO2, Toluol, 5 h, 140 °C, 16 h, RT; b) KOAc, B2pin2, DMF, 80 °C, 24 h, c) 
Na2HPO4, pH 8, MeOH/H2O, 2 h, 110 °C. 
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Für die Suzuki-Kupplung wurde nach einer Vorschrift von J. CHALKER et al. der Pyrimidin-
Palladium-Katalysator B synthetisiert (Abb. 3.19).[79] Dazu wurde 2-Amino-4,6-
dihydroxypyrimidin mit Natriumhydroxid und Palladiumacetat umgesetzt. So wurde eine 
10 mM wässrige Lösung des Katalysators B hergestellt, welche wochenlang aufbewahrt 
werden kann. Dieser Katalysator hat neben der hohen Stabilität den Vorteil, dass die 
Reaktionslösung nicht entgast werden muss.[79] Jedoch wurde im Rahmen dieser Arbeit 
festgestellt, dass die Kreuzkupplungen, in denen Thiocarbamate beteiligt waren, nicht von 
Katalysator B katalysiert wurden. So lieferte die Suzuki-Kreuzkupplung mit dem S-
Thiocarbamat 74 und dem Palladium-Katalysator B[79] unter leicht basischen Bedingungen 
nicht das gewünschte C-C-Kupplungs-Produkt 75 (Abb. 3.19). Für die Suzuki-Kreuzkupplungen 
mit Thiocarbamaten wurde in weiteren Synthesen Tetrakis(triphenylphosphin)palladium(0) 
als Katalysator verwendet. Im Weiteren wurde diese Syntheseroute nicht weiterverfolgt.  
Für die Synthese des Terphenyl-Derivates 10 wurden zwei unterschiedliche Synthesewege 
verfolgt (Abb. 3.20 und 3.21). Im ersten Ansatz wurde zunächst Biphenyl (76) nach einer 
Vorschrift von Y. ZHANG et al.[80] in das p-Iod-p‘-nitrobiphenyl-Derivat 78 umgewandelt (Abb. 
3.20). Nach Erhitzen von Biphenyl (76) mit konzentrierter Salpetersäure und Iod wurde sowohl 
das Nitrobiphenyl-Produkt 78 als auch das Diiodbiphenyl 77 erhalten (Abb. 3.20). Die 
Ausbeute ist mit 29 % eher gering und konnte auch durch mehrmaliges Wiederholen der 
Synthese nicht verbessert werden. So ist ein Nachteil dieser Synthese ihre geringe Ausbeute. 
Zwar ermöglicht der sehr niedrige Preis (Kilopreis: 55 €)3 von Biphenyl (76) die Durchführung 
dieser Reaktion in sehr großen Maßstäben, jedoch wird der größte Teil des Edukts 76 nicht 
umgesetzt. Ein zweiter Nachteil dieser Reaktion besteht in der Bildung des Diiodbiphenyl-
Nebenproduktes (77), welches entsteht, wenn Iod im äquimolaren Mengen oder im 
Überschuss eingesetzt wird. Es ist fast unmöglich 77 vom Produkt abzutrennen.[80] Die 
Trennung gelingt säulenchromatographisch unter Verwendung einer sehr langen Säule, 
wodurch die Synthese sehr zeitaufwendig und teuer wird. Im nächsten Schritt wurde das 
Nitro-Derivat 78 mit Eisenpulver zu 79 reduziert und nach säulenchromatographischer 
Reinigung in einer moderaten Ausbeute von 43 % erhalten.[81]  
 
3 Sigma-Aldrich, Stand September 2019 




Abb. 3.20: Synthese des Bausteins 79 für das Terphenyl-Derivat 10. Reaktionsbedingungen: a) Iod, 
konz. HNO3, 95-100 °C, 2.5 h; b) NH4Cl, Fe, EtOH/H2O, reflux, 1 h, RT, 16 h.  
 
Nun war zunächst geplant im nächsten Schritt das Mannoseazobenzol-Konjugat 80 über eine 
Mills-Kupplung aus Biphenylamin 79 herzustellen. Leider war aufgrund der geringen 
Ausbeuten zu wenig vom Edukt 79 vorhanden, sodass diese Syntheseroute auch aufgrund der 
oben beschriebenen Syntheseprobleme verworfen wurde.  
Stattdessen wurde zunächst p-Iodbiphenol (81) mit N,N-Dimethylthiocarbamoylchlorid 
geschützt (Abb. 3.21). Dies gelang unter Verwendung der Stickstoffbase DABCO und 
Erwärmen der Reaktionslösung auf 90 °C. Das gewünschte O-Thiocarbamat 82 wurde nach 
säulenchromatographischer Reinigung in einer Ausbeute von 23 % erhalten. Die geringe 
Ausbeute resultiert aus der unvollständigen Umsetzung von 81. Durch Erhitzen des 
O-Thiocarbamates 82 auf 220 °C für 3 h wurde das entsprechende S-Thiocarbamat 83 in einer 
Ausbeute von 66 % erhalten (Abb. 3.21). Jedoch weisen die NMR-Spektren nach 
säulenchromatographischer Reinigung noch Verunreinigungen durch ein Zersetzungsprodukt 
auf. Die Optimierung der Ausbeuten gelang nicht. Um das geschützte Mannosid 80 zu 
erhalten, hätte das S-Thiocarbamat 78 nur noch in einer Suzuki-Kupplung mit dem Azobenzol-
Boronsäureester 79 umgesetzt werden müssen.  




Abb. 3.21: Synthese des S-Thiocarbamoyl-Biphenyls 83 als Baustein für die Azobenzolmannoside 85 
und 10. Reaktionsbedingungen: a) N,N-Dimethylthiocarbamoylchlorid, 1,4-Diazabicyclo[2.2.2]octan 
(DABCO), DMF, 90 °C, 5 h; b) 220 °C, 3 h. 
 
Da die Optimierung der Ausbeute so viel Zeit in Anspruch nahm und die anderen Azobenzol-
Derivate mit starrem Rückgrat in der Zwischenzeit vielversprechende Ergebnisse zeigten, 
wurde die Synthese der Biphenylazobenzol-Derivate 11-15 (Abb. 3.22) priorisiert.  
 
Abb. 3.22: Azobenzolmannosid 12, 13, die analogen Derivate 14 und 15, welche sich in der Kopfgruppe 
unterscheiden und das Verdünner-Azobenzol 11. 
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Die beste Photoisomerisierung auf der Gold-Oberfläche wurde bei einem gemischten SAM aus 
Mannosid 13 und dem Azobenzol 11 (Abb. 3.22) mittels IRRAS beobachtet. Aber auch der 
SAM, welcher aus Mannosid 13 hergestellt wurde, zeigte eine gute Photoisomerisierung (Kap. 
3.3.2). Um den Einfluss der Kopfgruppe auf die E/Z-Isomerisierung zu untersuchen, sollten die 
analogen Azobenzolmannoside 14 und 15 synthetisiert werden. Hierbei sollte sich zeigen 
welche Bedeutung die Größe und die Hydrophilie der Kopfgruppe für die Photoisomerisierung 
auf dem SAM hat.  
Um eine gute Vergleichbarkeit zu gewährleisten, wurde für die Synthese des Mannobiosid-
Azobenzol-Derivates 14 die komplexere Manα→1,3Man-Kopfgruppe (vgl. Kap. 3.1) gewählt. 
Der Vorteil hier war, dass der Mannobiosid-Donor 27 bereits vorhanden war. Die 
Glycosylierung des p-Iodazobenzols 86 mit dem Trichloracetimidat 27 lieferte das 
Vorläufermolekül 87 in einer sehr guten Ausbeute von 70 %. 
 
Abb. 3.23: Synthese des Mannobiosid-Präkursors für die Synthese des Mannobiosids 14. 
Reaktionsbedingungen: Bortrifluoriddiethyletherat, MS 3 Å, CH2Cl2, 3.5 h, RT. 
 
Aufgrund der begrenzten Zeit wurde der Synthese des Allyl-geschützte Mannosids 15 Vorrang 
gegeben, sodass die Synthese des Mannobiosids 82 nicht mehr verfolgt wurde. Die Synthesen 
der Azobenzol-Derivate 11-14, sowie ihre photochromen Eigenschaften in Lösung und auf 
Gold(111), sind in dem Paper „Improving the Switching Capacity of Glyco-SAMs on Au(111)” 
und der SI zu finden.[74] 
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3.3.2. Improving the Switching Capacity of Glyco-SAMs on Au(111) 
E. Fast*, A. Schlimm*, I. Lautenschläger, K. U. Clausen, T. Strunskus, C. Spormann, Th. K. 
Lindhorst, F. Tuczek, Chem. Eur. J., 2019, DOI: 10.1002/chem.201903644.  
© 2019 The Authors. Published by Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA. 
*Diese Autoren haben zum gleichen Teil zum Paper beigetragen 
 
Künstliche Glycokonjugat-Oberflächen, wie z.B. sog. Glyco-SAMs, können als Modellsysteme 
für die Untersuchung von Kohlenhydrat-Protein-Wechselwirkungen dienen. Um die 
Auswirkung der Zuckerligand-Orientierung auf die Kohlenhydrat-Erkennung zuuntersuchen, 
bieten sich photoschaltbare Glyco-SAMs an, die Azobenzol als photoschaltbare Einheit 
enthalten. Die Photoisomerisierungs-Kapazität bisher bekannter Gyco-SAMs[46,47] war jedoch 
begrenzt und sollte hier verbessert werden. 
Im folgenden Artikel wurden zwei unterschiedliche Ansätze zur Steigerung der 
Photoisomerisierungs-Effizienz von Glyco-SAMs verfolgt, „selbstverdünnende“ Azobenzol-
Glycokonjugate sowie Azobenzolglycoside mit einem starren Biaryl-Rückgrat. Die Thiol-
Derivate für die SAM-Bildung auf Gold(111) wurden durch eine modulare Synthese 
bereitgestellt und die daraus erzeugten Glyco-SAMs mit einer Reihe von Oberflächen-
spektroskopischen Methoden (IRRAS, XPS und NEXAFS) untersucht. Es wurde gezeigt, dass 
eine maßgeschneiderte Kombination aus Biarylazobenzolmannosid und einem passenden 
Verdünnermolekül zu einer Erhöhung der Photoisomerisierung führt wie sie bisher noch nicht 
beobachtet wurde. 
 
Abb. 3.24: SAMs, die aus einem Biarylazobenzolmannosid und dem passenden Verdünner-Azobenzol-
Derivat aufgebaut sind, zeigten sehr hohe, nie zuvor beobachtete Photoisomerisierungs-Kapazitäten 
auf Gold-(111)-Oberflächen. 
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In diesem Projekt führte A. SCHLIMM die Oberflächenpräparation, die DFT-Rechnungen und die 
Charakterisierungen der Gold-SAMs mittels XPS, NEXAFS und IRRAS durch. I. LAUTENSCHLÄGER 
und T. STRUNSKUS waren an den XPS- und NEXAFS-Messungen beteiligt. K. U. CLAUSEN war an 
den XPS-, NEXAFS-Untersuchungen beteiligt und hat IRRA-Spektren aufgenommen. C. 
SPORMANN führte die Bindungsassays durch. Ich habe alle untersuchten Moleküle synthetisiert 
und die photochromen Eigenschaften in Lösung untersucht. Alle Autoren waren an der 



























































































































































































3. Ergebnisse und Diskussion 
136 
 
3.4. Tripodale Azobenzolmannoside 
 
3.4.1. Molekülidee 
In einem dritten Ansatz zur Verbesserung der E/Z-Isomerisierung von Glyco-SAMs wurden 
„dreifüßige“, sogenannte tripodale Azobenzol-Derivate synthetisiert und untersucht. Die Idee 
dieser Molekülarchitektur besteht darin, dass die drei „Füße“ der Azobenzol-Derivate, wie im 
Falle der „selbstverdünnenden“ SAMs, Platz zwischen den auf der Oberfläche angeordneten 
Molekülen schaffen, und so die E/Z-Isomerisierung erleichtert ist. Andererseits sind SAMs, die 
aus solchen Molekülen aufgebaut sind durch den Chelat-Effekt der dreifachen Bindung an die 
Oberfläche thermisch sehr stabil.[82,83] 
Die Zielmoleküle (Abb. 3.25) wurden wieder mit Thiohexyl-Linkern vorgesehen. Wie in den 
beiden vorangegangenen Konzepten wurde α-D-Mannose als relevante Kopfgruppe gewählt, 
wobei die Photoisomerisierung wiederum anhand der CAryl-OMan-Bande per IRRAS gut zu 
verfolgen wäre. Ein einfaches Derivat wurde ohne Zucker-Kopfgruppe vorgesehen (Abb. 3.25, 
R = H). 
 
Abb. 3.25: „Dreifüßige“ Azobenzol-Derivate (sogenannte Tripods) für die Funktionalisierung von Gold-
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Das Moleküldesign wurde so gewählt, dass die Azobenzolschalter-Einheit unmittelbar über 
eine C-C-Bindung mit dem „Dreifuß“ verbunden ist. Dadurch wäre das E-konfigurierte Molekül 
senkrecht auf der Gold-Oberfläche positioniert und die Intensitätsänderung der CAryl-OMan-
Bande im IRRAS in Folge der E/Z-Isomerisierung möglichst groß und gut zu berechnen sein. 
Wäre die Azobenzol-Einheit andererseits über eine CH2-Gruppe an die tripodale Einheit 
gebunden, würden sich durch die zusätzlichen Freiheitsgrade neue Molekülachsen ergeben 
und die Berechnung des Übergangdipolmomentes sowie der Schalteffizienz wären sehr viel 
anspruchsvoller. Außerdem wäre auch die Intensitätsänderung der CAryl-OMan-Bande 
vermutlich nicht besonders groß, da das Molekül einen größeren Neigungswinkel zur 
Oberfläche aufweisen würde. 
Die Synthese wurde basierend auf drei Bausteinen, einem Nitrosophenyl-Derivat, dem 
tripodalen p-Aminophenylpropantriol und dem geschützten Thiohexyl-Linker geplant (vgl. 
Abb. 3.25).  
 
3.4.2. Auf dem Weg zum Molekül 
Das Projekt wurde zunächst im Rahmen einer Bachelor-Arbeit von N. RAIG unter meiner 
Anleitung bearbeitet.[84] Im ersten Schritt wurde dazu nach der Vorschrift von T. PRASAD et 
al.[85] p-Nitrophenylpropantriol (90) aus p-Nitrotoluol (89) in einer Tollens-Kondensation in 
einer Ausbeute von 28 % synthetisiert (Abb. 3.26).[86]  
 
Abb. 3.26: Synthese des Intermediates 90. Reaktionsbedingungen: a) KOH, Paraformaldehyd, DMSO, 
40 °C, 18 h, b) s. Tabelle 3.2.[84] 
 
Die Ausbeute ist gering, da in DMSO gearbeitet wurde und neben einer aufwendigen 
Extraktion und einer Kieselgel-Filtersäule auch noch eine Umkristallisation notwendig war, um 
das Produkt sauber zu erhalten. Um soweit wie möglich auf Schutzgruppen zu verzichten, 
sollte im zweiten Schritt p-Nitrophenylpropantriol (90), bevor es für die Mills-Kupplung zum 
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Amin reduziert wird, mit dem Linker umgesetzt werden (Abb. 3.26). Dazu kam, wie bereits 
weiter oben erwähnt (vgl. Kap. 3.2), der S-Thioacetylhexyl-Linker 37 zum Einsatz. Das 
Thioacetat wurde unter basischen Bedingungen in DMF oder THF mit Propantriol 90 
umgesetzt (vgl. Tab. 3.2). Das gewünschte Produkt konnte jedoch nicht erhalten werden. Die 
DC-Kontrolle wies zahlreiche Produktspots auf, die möglicherweise von einer Zersetzung bzw. 
Spaltung der S-Thioacetyl-Schutzgruppe resultierten. Um diese Hypothese zu überprüfen und 
um den tosylierten Linker 37, der ein wertvolles Edukt darstellt, nicht unnötig zu verbrauchen, 
wurde die Veretherung zunächst mit 6-Bromhexanol (91) durchgeführt.  
Tab. 3.2: Reaktionsbedingungen für Veretherung des Propantriols 90.[84]  
Ansatz Linker Base Lösungsmittel Temperatur Zeit 
1 37 K2CO3, 3.5 Äq. DMF 80 °C 3 h 
2 37 K2CO3, 4.5 Äq. DMF 80 °C 6 h 
3 37 NaH, 4.0 Äq. THF 80 °C 5 h 
4 91 KOH, 3.8 Äq. DMF 80 °C 20 h 
5 91 KOH, 3.6 Äq. DMF 80 °C 6 h 
 
Jedoch wurde auch bei den Ansätzen, welche mit 6-Bromhexanol (91) durchgeführt wurden 
(vlg. Tab. 3.2, Ansatz 4 und 5), bei der DC-Kontrolle das Auftreten zahlreicher Produktspots 
beobachtet. Dies wurde als Indiz auf eine Zersetzung der Edukte gewertet. 
In einem alternativen Ansatz wurden nun die Hydroxy-Gruppen des Propantriol-Derivates 90 
durch Umsetzung mit Mesylchlorid aktiviert, wobei in einer moderaten Ausbeute von 55 % 
das Trimesylat 94 erhalten wurde (Abb. 3.27). Dessen Umsetzung in nucleophilen 
Substitutionsreaktionen mit 6-Bromhexanol (91) einerseits und Hexen-6-ol (95) andererseits 









Abb. 3.27: Umsetzung des p-Nitropropantriols (90) zum entsprechenden Mesylderivat 94 und 
Veretherungs-Ansätze. Reaktionsbedingungen: a) MsCl, Et3N, DMF, RT, 3.5 h; b) K2CO3, DMF, 80 °C, 
18 h; c) NaH, DMF, 80 °C, 14 h. 
 
Da der Misserfolg dieser Synthese nicht verständlich war, wurden zwei der drei Hydroxy-
Gruppen des Triols 90 durch ein säurelabiles Isopropyliden-Acetal in einer guten Ausbeute von 
70 % geschützt (Abb. 3.28). Im nächsten Reaktionsschritt wurde die verbliebene freie Hydroxy-
Gruppe in einer sehr guten Ausbeute von 93 % zu 99 mesyliert. Das Mesylat 99 wurde wässrig 
aufgearbeitet und enthielt deshalb noch Spuren des Eduktes 98. Mit dem Acetyl-geschützten 
Mesylat 99 wurden nun zwei Veretherungsansätze mit dem Tosylat-Linker 37 durchgeführt 
(Abb. 3.28), aber wieder wurde in keinem Fall das gewünschte Produkt 100 erhalten.  
 
 
Abb. 3.28: Synthese und Umsetzung des Acetals 98. Reaktionsbedingungen: a) 2,2-Dimethoxypropan, 
p-TsOH, THF, RT, 42 h; MsCl, Et3N, CH2Cl2, RT, 20 h; c) K2CO3, DMF, 80 °C, 3.5 h; d) NaH, DMF, RT, 6.5 h. 
 
Nun wurde, angelehnt an die Arbeit von A. URE et al.,[87] das Triol 90 quantitativ in das 
Tritosylat 101 überführt (Abb. 3.29). Daraus wurde in einer nucleophilen Substitution mit 
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Abb. 3.29: Synthese der Tosyl- und Bromid-Derivate 101 und 102. Reaktionsbedingungen: a) TsCl, 
Pyridin, RT, 4 d; b) NaBr, Diethylenglycol, 6 h, 150 °C, 24 h, RT; c) s. Tab. 3.3. 
 
Dann wurde sowohl 101 als auch 102 in Veretherungsreaktionen mit Hexen-6-ol (95) 
eingesetzt. Die Reaktionsbedingungen sind in Tab. 3.3. zusammengestellt. Es wurden 
unterschiedliche Basen, Linker-Überschüsse, Reaktionsdauern und -temperaturen variiert. 
Wenn das Tribromid 102 eingesetzt wurde, wurde stets eine Zersetzung beobachtet. Die DC 
des Rohproduktes wies jeweils viele wenig intensive Spots und einen Hauptspot auf, der dem 
unverbrauchten Hexen-6-ol (95) zugeordnet werden konnte. Zur Aufarbeitung wurde das 
Lösungsmittel i. Vak bei 20 mbar und 60 °C (bei DMF als Lösungsmittel) und bis zu 100 mbar 
und 40 °C (bei THF) entfernt. Der Siedepunkt von Hexen-6-ol (95) ist 72-73 °C bei 25 mbar[89] 
und das Tribromid 102 ist ein Feststoff mit einem Schmelzpunkt bei 122 °C. Folglich sollten 
beide Substanzen nach Entfernen des Lösungsmittels noch im Kolben zurückbleiben. Dieses 
war jedoch nicht der Fall. Die Restmenge von 1-2 Tropfen an Substanz, die nach Entfernen des 
Lösungsmittels im Kolben zurückblieb, konnte als Hexen-6-ol (95) identifiziert werden. Wenn 
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Temperatur + Zeit  
1 102 4 Äq. NaH, 3.2 Äq. DMF 
1 h, 100 °C, 
3 h, 150 °C 
Zersetzung 
2 102 9 Äq. KOH, 4.5 Äq. DMF 3 h, 80 °C Zersetzung 
3 102 20 Äq. KOtBu, 20 Äq. THF 3 d, RT Zersetzung 




In einem letzten Versuch mit dem Ziel das Zwischenprodukt 97 zu erhalten, wurde das Triol 
90 mit Bromhexen (103) verethert (Abb. 3.30). Um die Reaktivität des Systems zu erhöhen, 
wurde für eine in situ Finkelstein-Reaktion eine katalytische Menge 
Tetrabutylammoniumiodid (TBAI) hinzugegeben.[90] Da in vorherigen Reaktionen eine 
Zersetzung der Edukte beobachtet wurde, wurde bei diesen Ansätzen auf das Erwärmen der 
Reaktionslösung verzichtet (s. Tab. 3.4). Doch selbst wenn die Reaktionen bei 
Raumtemperatur durchgeführt wurden, wurde nach wenigen Stunden die Zersetzung des 
Triols (90) beobachtet (Tab. 3.4, Ansätze 1 bis 3).  
 
Abb. 3.30: Reaktion des Triols zum Nebenprodukt 104. Reaktionsbedingungen: s. Tab. 3.4. 
 




Tab. 3.4: Reaktionsbedingungen für die Reaktion des Triols 90 mit Bromhexen (103). 






1 4 Äq. NaH, 4.5 Äq. DMF 1 h, RT 11 % TBAI Zersetzung 
2 6 Äq. NaH, 4.5 Äq. DMF 5 h, RT 10 % TBAI Zersetzung 
3 6 Äq. NaH, 4.7 Äq. DMF 5 h, RT 10 % TBAI Zersetzung 
4 6 Äq. NaH, 4.6 Äq. THF 16 h, RT 
10 % TBAI 
15-Krone-5 
104 (43 %) 
5 6 Äq. NaH, 4.8 Äq. THF 
16 h, RT, 
5 h, 65 °C 
10 % TBAI, 
15-Krone-5 
104 (16 %) 
 
Diese Beobachtung führte zu dem Schluss, dass die Geschwindigkeit der Zersetzung des Triols 
90 größer ist als die der Veretherung. Um die Reaktionsgeschwindigkeit der Veretherung zu 
erhöhen, wurde in den letzten Ansätzen 15-Krone-5-Ether zugesetzt, welcher die 
Natriumionen bindet, so dass ein „nacktes“ Nukleophil gebildet wird.[90]  
In diesem Fall zeigte die DC-Kontrolle zwar wieder eine Zersetzung, jedoch nicht so stark wie 
in vorherigen Ansätzen. Und anders als in vorherigen Ansätzen blieb nach Entfernen des 
Lösungsmittels noch Rohprodukt im Kolben zurück. Nach säulenchromatographischer 
Reinigung konnte das Produkt 104 isoliert werden. Anhand dieses Produktes kann man 
deutlich sehen, dass eine Zersetzung stattfindet.  
An dieser Stelle wurde der Synthese der tripodalen Azobenzol-Derivate keine Priorität mehr 




4. Zusammenfassung  
Aufbauend auf den Ergebnissen von V. CHANDRASEKARAN[46,47] wurden in dieser Arbeit 
photoschaltbare Azobenzolmannoside für die SAM-Bildung auf Gold-Oberflächen 
synthetisiert und untersucht. Mit SAMs, die aus dem von V. CHANDRASEKARAN synthetisierten 
Azobenzolmannosid 1 (Abb. 4.1) aufgebaut waren, konnte gezeigt werden, dass die 
Kohlenhydrat-Erkennung von der Orientierung des Zuckerliganden beeinflusst ist. Bei diesem 
System wurde beobachtet, dass die bakterielle Adhäsion von E. coli-Zellen an einem 
entsprechenden Glyco-SAM um 80 % abnimmt, wenn der SAM durch Belichtung in die Z-Form 
überführt wurde. Die bakterielle Adhäsion konnte nach Photoisomerisierung des SAM in die 
E-Form wiederhergestellt werden. 
 
Abb. 4.1: Das im Rahmen dieser Arbeit hergestellte Mannobiosid 36 und das von V. CHANDRASEKARAN 
synthetisierte Vorgängermolekül 1.[47] 
 
Darauf aufbauend, wurde im ersten Teil dieser Arbeit das komplexere Mannobiosid 36 
synthetisiert (Abb. 4.1). Dazu wurde eine modulare Synthesestrategie gewählt, in der die 
Zuckerkopfgruppe und der Azobenzol-Linker getrennt hergestellt wurden. Im letzten 
Reaktionsschritt wurde die Acetyl-geschützte Thiol-Gruppe in einer photochemischen Thiol-
en-Addition eingeführt. Da bei dieser Reaktion das Produkt nicht vom Edukt getrennt werden 
konnte, war es wichtig eine komplette Umsetzung zu erreichen. Dieses konnte durch 
Verlängerung der Belichtungsdauer erzielt werden. Das verwendete Zuckermotiv, die 
Manα1,3Man-Kopfgruppe, ist Bestandteil der Glycocalyx. Die photochromen Eigenschaften 
des Mannobiosidazobenzol-Konjugates 36 wurden in Lösung untersucht. Die Untersuchung 




Der zweite Teil dieser Arbeit beschäftigte sich mit der Verbesserung der 
Photoisomerisierungs-Kapazität von Glyco-SAMs. Diese wurde anhand der CArylOMan-
Schwingung im IRRA-Spektrum untersucht. Die Intensitätsänderung dieser Bande war bei der 
Bestrahlung bekannter Glyco-SAMs eher gering. Außerdem konnte aus der gemessenen 
Intensitätsabnahme keine Photoisomerisierungs-Effizienz abgeleitet werden.  
Um eine E/Z-Isomerisierung auf Oberflächen zu gewährleisten, basieren zahlreiche Konzepte, 
wie z.B. die TATA-Plattformen oder verdünnte SAMs, darauf den Photoschaltern genügend 
Raum für die strukturelle Änderung zu geben.[46,83] Um die Photoisomerisierung von Glyco-
SAMs zu verbessern, wurden im Rahmen dieser Arbeit drei verschiedene Ansätze verfolgt. 
Im ersten Ansatz sollte der Platz zwischen den Oberflächen-Molekülen durch eine 
raumgreifende Schutzgruppe, welche nach der SAM-Bildung abgespalten wird, generiert 
werden. Um das  onzept der „selbstverdünnenden“ SAMs zu testen, wurde zunächst das Test-
Azobenzolderivat 42, welches in para-Position mit der säurelabilen Trityl-Gruppe geschützt 
ist, synthetisiert (Abb. 4.2).  
 
 
Abb. 4.2: Testmolekül 42, mit welchem das  onzept der „selbstverdünnenden“ SAMs, überprüft 
wurde. 
 
Es konnte gezeigt werden, dass eine Spaltung der Trityl-Gruppe mit salzsaurer ethanolischer 
Lösung (1 M) möglich war, ohne den SAM zu destabilisieren. Aufbauend auf diesen 
Ergebnissen wurden die Synthesen von weiteren Trityl-geschützten Derivaten für die 
Funktionalisierung von Gold-Oberflächen begonnen. Es zeigte sich jedoch, dass die Trityl-
Schutzgruppe aufgrund ihrer Labilität ungeeignet war. Deshalb wurde die Schutzgruppen-
Strategie umgewandelt und das TBDPS-geschützte Mannobiosid 7 sowie das 






Abb. 4.3: Das „selbstverdünnende“ TBDPS-Mannosid 7 und das Vergleichsmannosid 70. 
 
Die Spaltung des Silyl-Ethers gelang nach SAM-Bildung unter Verwendung einer 
methanolischen Kaliumfluorid-Lösung. Die Photoisomerisierung wurde mittels IRRAS anhand 
der Intensität der CAryl-OMan-Bande verfolgt. Vor Abspaltung der TBDPS-Schutzgruppe ist die 
durch E/Z-Isomerisierung hervorgerufene Intensitätsänderung bei 1247 cm-1 mit 2 % sehr 
gering. Nach Spaltung des Silyl-Ethers nimmt diese jedoch um über 100 % zu. Der Vergleichs-
SAM, der aus dem bereits entschützten Derivat 70 entsteht, zeigt nur eine vernachlässigbare 
Photoisomerisierung, was zeigt, dass das Konzept der Selbstverdünnung im Prinzip erfolgreich 
ist. 
In einem zweiten Ansatz wurden die Azobenzolmannoside 12-14 (Abb. 4.4), welche ein starres 
Rückgrat aufweisen, synthetisiert und untersucht. Es wurde bereits gezeigt, dass SAMs, die 
aus Biphenyl-Azobenzolen aufgebaut sind, sehr effizient photoisomerisieren.[54,91] Durch das 
starre  ückgrat und die π-π-Wechselwirkungen zwischen den Aryl-Ringen sind die 






Abb. 4.4: Die in dieser Arbeit synthetisierten Azobenzolmannoside 12-14 mit starrem Rückgrat und 
die Verdünner-Moleküle 105 und 11.  
 
Mit einer modularen Synthesestrategie wurden verschiedene Boronsäureester und p-
Iodphenole hergestellt. Die Thiolgruppe wurde über die Schützung einer freien Hydroxy-
Gruppe als O-Thiocarbamat und die anschließende Newman-Kwart-Umlagerung in das 
entsprechende S-Thiocarbamat eingeführt. Die geschützten Biphenol-Derivate wurden durch 
palladiumkatalysierte Suzuki-Kreuzkupplungen erhalten. Basische Entschützung gab die freien 
Thiole, welche zur SAM-Bildung auf Gold(111) verwendet wurden.  
SAMs, die mit dem Mannosid 13 gebildet wurden, zeigten zwar eine gute E→Z-Isomerisierung, 
konnten aber durch Belichtung nicht wieder in die E-Form isomerisiert werden. Es wurde ein 
sehr stabiler Z-SAM, welcher thermisch in den E-SAM relaxiert wurde, erhalten. Um den 
Einfluss der Kopfgruppe auf das Isomerisierungs-Verhalten zu untersuchen, wurde das 
analoge Allyl-geschützte Mannosid 14 synthetisiert. Dieses ließ sich zwar reversibel durch 
Belichtung schalten, jedoch mit einer geringeren Effizienz. Die beste Photoisomerisierungs-
Effizienz wurde für das Azobenzolmannosid 13 beobachtet, wenn es mit dem Azobenzol 11 
verdünnt wurde. Bei Verdünnung mit dem Thiobiphenol (105) zeigte sich eine 
Verschlechterung der Photoisomerisierung auf der Oberfläche. Dieses Ergebnis unterstreicht, 
wie wichtig die strukturelle Ähnlichkeit zwischen den Verdünner-Molekülen und den 





Aus den NEXAFS-Messungen wurden für alle SAMs, sowohl für die mit dem Alkyl-Rückgrat als 
auch die mit dem aromatischen Rückgrat, die Neigungswinkel bestimmt. Mit den daraus 
resultierenden Orientierungen der Übergangsdipolmomente konnte anhand der IRRAS-Daten 
die Photoisomerisierung der Glyco-SAMs quantifiziert werden. Daraus ergab sich für den 
11,13-SAM die beste Photoisomerisierung von 48 %. 
Die Synthesen von weiteren Bi- und Terphenylmannosiden wurden begonnen, bisher aber 
nicht beendet. Dabei wurden allerdings wertvolle Intermediate hergestellt, die nun für Suzuki-
Kreuzkupplungen und weiterführende Untersuchungen zur Verfügung stehen. 
In einem dritten Ansatz sollten die tripodalen Azobenzol-Derivate 16 und 17 synthetisiert 
werden. Hier war die Idee über die sozusagen dreifüßige Struktur zwischen den Azobenzol-
Einheiten genügend Platz für die E/Z-Isomerisierung zu schaffen. Die tripodale Verankerung 
auf der Oberfläche sollte außerdem das Schaltermolekül senkrecht zur Oberfläche 
positionieren, wodurch die Intensitätsänderung der CAryl-OMan-Bande in Folge der E/Z-
Isomerisierung maximal wäre.  
 
Abb. 4.5.: Tripodale Zielmoleküle 16 und 17. 
 
Trotz zahlreicher Variationen der Reaktionsbedingungen konnten die gewünschten 
Zielmoleküle 16 und 17 nicht erhalten werden, da die Einführung der Alkyl-Linker über die 
Williamson-Veretherung nicht zu dem gewünschten Zwischenprodukt führte. Entweder 




Derivate beobachtet. Aufgrund dieser Probleme wurden die Zielmoleküle 16 und 17 vor 
Abschluss der Dissertation leider nicht erhalten. 
Insgesamt wurden im Rahmen dieser Arbeit sechs neue Azobenzolmannosid-Konjugate für die 
Funktionalisierung von Gold(111)-Oberflächen synthetisiert und untersucht. Außerdem 
wurden Glyco-SAMs, hergestellt aus den Azobenzol-Derivaten 11, 13 und 70, in 
Bindungsassays mit dem Lektin Concanavalin A untersucht. Hier konnte ein erster 
Zusammenhang zwischen Kohlenhydrat-Erkennung und der Schalteffizienz der Glyco-SAMs 
festgestellt werden. Die Untersuchungen der bakteriellen Adhäsion an SAMs, welche aus den 
neuen Azobenzolmannosiden gebildet wurden, stehen noch aus. 
Es ist zu betonen, dass anhand der Glyco-SAMs, die mit dem „selbstverdünnenden“ Mannosid 
7 und den Azobenzolmannosiden 12-14 fabriziert wurden, die Photoisomerisierung der Glyco-
SAMs erstmals quantifiziert werden konnte. Die sehr gute Photoisomerisierung von SAMs aus 
Azobenzolmannosiden mit starrem Rückgrat könnte in Zukunft zu erweitertem Verständnis 






5. Experimenteller Teil 
 
5.1. Allgemeine Arbeitstechniken und Geräte 
Die verwendeten Chemikalien wurden von Sigma-Aldrich, CarboSynth, TCI, Grüssing, 
AlfaAeser oder Acros bezogen und ohne vorherige Reinigung eingesetzt. Für Synthesen, 
welche unter Wasser- und Sauerstoffausschluss durchgeführt wurden, wurde unter 
Stickstoffatmosphäre und mit absoluten Lösungsmitteln, welche mit folgenden 
Trocknungsmitteln in einer Destillation getrocknet wurden, gearbeitet: 
▪ Methanol über Magnesiumspänen 
▪ Acetonitril über Calciumhydrid 
▪ THF und Dichlormethan wurden über ein PureSolv MD5 System getrocknet.  
Das Entgasen von Reaktionslösungen und Lösungsmitteln wurde entweder durch Einfrieren 
der Lösung mit flüssigem Stickstoff, anschließendes Vakuumziehen und Aufwärmen auf 
Raumtemperatur (drei freeze-pump-thaw F-P-T-Zyklen) oder im Ultraschallbad für 10 Minuten 
vorgenommen.  
Molsieb wurde durch Erhitzen mit einer heat gun im Vakuum für 20 Minuten aktiviert. 
Die Gold(111)-Oberflächen, die von A. SCHLIMM für die SAM-Bildung verwendet wurden, 
wurden von EMF Corporation (Ithaka, NY) erstanden. Sie bestehen aus einer 50 Å dicken 
Titanschicht, auf der eine 1000 Å breite Schicht Gold abgeschieden ist. 
Belichtungsexperimente 
Um die Azobenzol-Derivate in den Grundzustand GS zu überführen, wurden alle Proben über 
Nacht, unter Ausschluss von Licht, bei 40 °C relaxiert.  
Sowohl bei der Aufnahme von NMR-Spektren als auch bei der UV/vis-Spektroskopie wurde 
darauf geachtet, dass die Proben keinem Licht ausgesetzt werden. Dazu wurden die 
Probenbehälter mit Alufolie abgeschirmt und es wurde im Dunkeln gearbeitet.  
Belichtungen wurden mit LEDs der Firma Nichia Corporation (365 nm) und Roithner 
Corporation (435 nm) durchgeführt.  
Bestimmung der Halbwertszeit τ1/2 
Die Halbwertszeiten τ1/2 der Z-Isomere wurden über NMR-Spektroskopie ermittelt. Dazu 
wurde die Probe im NMR-Röhrchen für mind. 30 min mit UV-Licht (λ = 365 nm) belichtet. 
Während der Belichtung wurde das Probenröhrchen mehrmals geschüttelt. Es wurden NMR-
Spektren in einem Abstand von 60 min aufgenommen. Mit dem Programm TopSpin von Bruker  
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wurde anhand des anomeren Protons H-1, der Anteil des Z-isomers in jedem Spektrum 
ermittelt. Da es sich bei der thermischen Z→E-Relaxation um eine Kinetik erster Ordnung 
handelt, ergibt die Auftragung der normierten Integrale des Z-Signals gegen die Zeit eine Kurve 
mit dem exponentiellen Verlauf (s. Gl. 1). 
                                                                          [𝑍] = [𝑍]0𝑒
−𝑘𝜏                                                         Gl. 1 
Um aus dieser Gleichung die Halbwertszeit zu bestimmen, wurde aus den Integralen des Z-
Signals der natürliche Logarithmus gebildet und gegen die Zeit aufgetragen. Aus der 
Regressionsgeraden mit der Gleichung: 
                                                                             𝑦 = 𝐵 +  𝐴(ln 2
1
𝜏
)                                                 Gl. 2 
ergibt sich die Halbwertszeit aus der Steigung A.  
                                                                         τ1/2 = −
1
𝐴
ln (2)                                                        Gl. 3 
Mit: A = Steigung der Regressionsgerade; B = y-Achsenabschnitt der Regressionsgerade, 
τ1/2  = Halbwertszeit. 
Die Bestimmung der Halbwertszeit wurde mit dem Programm qtiplot durchgeführt.  
Bestimmung des Extinktionskoeffizienten ε 
Zur Bestimmung des Extinktionskoeffizienten wurden UV-Spektren bei verschiedenen 
Konzentrationen gemessen (vgl. Kap. 7.2). Die Auftragung der Absorbanz bei λπ-π* oder 
entsprechend λn-π* (bei dem Z-Isomer) gegen die Konzentration (mol × L-1) ergibt eine lineare 
Abhängigkeit. Aus der Steigung der Regressionsgerade ergibt sich der Extinktionskoeffizient 
mit der Einheit c × L × mol-1. 
Schwingungsspektroskopie 
Die Aufnahme der Schwingungsspektren (MIR-Spektren 400 cm-1 bis 4000 cm-1) erfolgte mit 
einem Perkin-Elmer FT-IR Paragon 100, einem Perkin-Elmer Spectrum Two-FT-IR und einem 
Bruker FT-IR. Dazu wurde die Probe auf die Messoberfläche des Gerätes gegeben. Die 
Intensitäten der Banden werden in den Auswertungen mit w (weak), br (broad), m (middle) 
und s (strong) angegeben.  
  




Die 1H- und 13C-NMR-Spektren wurden bei 300 K mit folgenden Geräten aufgenommen: 
Bruker Advance 200 1H-NMR (200 MHz)  
Bruker AvanceNeo 500 1H-NMR (500 MHz) 13C-NMR (126 MHz)  
Bruker Avance 600 1H-NMR (600 MHz) 13C-NMR (150 MHz) 
 
Für die Zuordnung der Signale wurden zusätzliche zweidimensionale NMR-Spektren (1H-1H-
COSY, DEPT, HMBC, HSQC) aufgenommen. Es wurden deuterierte Lösungsmittel der Firma 
euriso-top verwendet. Die Signale wurden auf den Lösungsmittelpeak referenziert (s. Tab. 
5.1). 
Tab. 5.1: Verwendete Lösungsmittel und ihre chemischen Verschiebungen. 
Lösungsmittel Peak im 1H-NMR Peak im 13C-NMR 
Aceton-d6 2.05 29.84 
CDCl3 7.26 77.16 
DMSO-d6 2.50 39.52 
MeOH-d4 3.31 49.00 
 
Die chemischen Verschiebungen der Signale wurden in ppm auf einer δ-Skala angegeben. Die 
Kopplungskonstanten J wurden in Hertz (Hz) angegeben. Die Abkürzungen der Multiplizitäten 
sind in Tab. 5.2 zusammengefasst. 








Massenspektren wurden an folgenden Geräten aufgenommen: 
▪ Bruker Maldi-TOF Autoflex: MALDI 
▪ Jeol AccuTOF: EI 
▪ ThermoFisher LCQ+ Orbitrap: ESI + HR-ESI 
Schmelzpunkte 
Die Schmelzpunkte wurden an einem Büchi Meltingpoint M-560 mit einer Heizrate von 
10 °C/min bestimmt.  




Drehwerte wurden an einem Perkin-Elmer 241-Polarimeter bei 589 nm (Natrium D-Linie) in 
einer Küvette der Länge l = 1 dm und in den angegebenen Lösungsmitteln gemessen. Die 
spezifischen Drehwerte α sind in [°·mL·dm-1·g-1] mit der Konzentration c = g / 100 mL 
angegeben.  
Präparative Chromatographie 
Säulenchromatographie wurde an Kieselgel der Firma Merck mit einer Korngröße von 0.04-
0.063 nm durchgeführt. Die verwendeten Lösungsmittel wurden zuvor durch Destillation 
gereinigt.  
Elementaranalysen 
Elementaranalysen (CHNS) wurden an einem EuroVektor EuroEA3000 von Euro Vektor und 
einem vario MICRO cube von Elementar Analysen Systeme gemessen.  
Dünnschichtchromatographie 
Für die Dünnschichtchromatographie wurden die DC-Platten ALUGRAM Xtra Sil G/UV245 der 
Firma Macherey-Nagel verwendet. Die Visualisierung der Spots geschah wie folgt: 
Bei UV-aktiven Substanzen: UV-Lampe (λ= 245 nm). 
Bei kohlenhydrathaltigen Substanzen:  
Anfärben mit einer 10 %igen Lösung aus Schwefelsäure in Ethanol und anschließender 
Wärmebehandlung oder durch: 
Anfärben mit einer schwefelsauren Vanillin-Lösung in Ethanol und anschließender 
Wärmebehandlung. 
Bei ungesättigten Kohlenwasserstoffen: 




UV/vis-Spektren wurden an einem Lambda 241-Spektrometer der Firma Perkin-Elmer 
aufgenommen. Es wurden Polystyrol-Küvetten der Länge 1 cm verwendet.  
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Oberflächenpräparation und Trityl-Entschützung 
Die Oberflächenpräparation für die Herstellung von Glyco-SAMs wurde von A. SCHLIMM 
durchgeführt. Dazu wurde die Gold-Oberfläche für 2 Tage in einer ethanolischen Lösung des 
Moleküls (1 M) und Ammoniumhydroxid (60 mM) ausgesetzt.  
Für die Entschützung der Trityl-Schutzgruppe wurde dieselbe Gold-Oberfläche über Nacht 
einer salzsauren ethanolischen Lösung (1 M) ausgesetzt.  
Die Oberflächen wurden mit Ethanol gespült und im Stickstoff-Strom getrocknet.  
IRRA-Spektren 
Die IRRA-Spektren wurden von A. SCHLIMM an einem Bruker Vertex 70 FT-IR gemessen. Es 
wurde mit einem p-polarisierten Strahl und einem Einfallwinkel von 80° zur 
Oberflächennormalen gemessen. 
Theoretische Berechnungen 
Die Geometrie-Optimierungen für die Berechnungen der theoretischen IRRA-Spektren 
wurden von A. SCHLIMM mit dem Programm ORCA 4.0.1 berechnet. Es wurde das GGA DFA 







Wenn nicht durch die Nummerierung in der Strukturformel anders angemerkt, erfolgte die 
Zuordnung der NMR-Signale nach IUPAC-Nomenklatur.  
(Thiophenyl)-2,3,4,6-tetra-O-acetyl-α,β-D-mannopyranosid (19)[92] 
 
Mannosepentaacetat (9.52 g, 24.4 mmol) und Thiophenol (4.00 mL, 36.6 mmol) wurden in 
abs. DCM (13 mL) gelöst. Bortrifluoriddiethyletherat (5.30 mL, 41.5 mmol) wurde bei 0 °C 
hinzugegeben. Es wurde auf Raumtemp. aufgewärmt und 16 h gerührt. Die Reaktion wurde 
durch Zugabe von ges. NaHCO3-Lösung (20 mL) gequetscht. Die Reaktionslösung wurde mit 
DCM (20 mL) verdünnt. Die org. Phase wurde mit ges. NaHCO3-Lösung (50 mL) und dest. 
Wasser (50 mL) gewaschen, über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. 
entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (Cyclohexan / 
Ethylacetat, 2:1) gereinigt. Es wurde ein hochviskoses, leicht gelbliches Sirup erhalten.  
Ausbeute: 7.10 g (16.1 mmol, 66 %); Lit.[92]: 78 %; 
Anomeren-Verhältnis: α:β = 95:5. 




Tetraacetylthiophenylmannosid 19 (1.43 g, 3.25 mmol) wurde in abs. Methanol (20 mL) und 
abs. DCM (20 mL) gelöst. Natriummethanolat-Lösung (5.4 M, 0.2 mL, 1.08 mmol) wurde 
hinzugegeben und 2 h bei Raumtemp. gerührt. Es wurde mit Amberlite IR120 neutralisiert und 
das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der Rückstand wurde in trockenem Pyridin (10 mL) 
aufgenommen und unter Eiskühlung TBDPS-Cl hinzugegeben. Die Reaktionslösung wurde 2 d 
bei Raumtemp. gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und der Rückstand in 
Ethylacetat (70 mL) aufgenommen und mit ges. NaHCO3-Lösung (100 mL) und Wasser 
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(2 × 100 mL) gewaschen. Die org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das 
Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an Kieselgel 
(Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1) gereinigt. Es wurde ein leicht bräunlicher Feststoff erhalten.  
Ausbeute: 1.66 g (3.25 mmol, quant. über 2 Schritte); 
Anomeren-Verhältnis: α:β = 91:9. 




Thiophenolmannosid 20 (4.57 g, 8.95 mmol) und p-Toluolsulfonsäure (343 mg, 1.80 mmol) 
wurden in abs. Acetonitril (17 mL) gelöst. Triethylorthobenzoat (4.00 mL, 17.9 mmol) wurde 
hinzugegeben und die Reaktionslösung 16 h bei Raumtemp. gerührt. Anschließend wurde mit 
Triethylamin neutralisiert, mit Ethylacetat (100 mL) verdünnt und mit Wasser (50 mL) 
gewaschen. Es wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. 
Das erhaltene gelbliche Öl wurde mit DMAP (109 mg, 895 µmol) in trockenem Pyridin (10 mL) 
gelöst und Essigsäureanhydrid (10 mL) hinzugefügt. Die Reaktionslösung wurde 24 h bei 
Raumtemp. gerührt, das Lösungsmittel i. Vak. entfernt und der Rückstand in Ethylacetat (100 
mL) aufgenommen. Es wurde mit ges. NaHCO3-Lösung (3 × 100 mL) und Wasser (100 mL) 
gewaschen. Die org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. 
Vak. entfernt. Der erhaltene orangefarbene Sirup wurde in DCM (50 mL) gelöst und 
p-Toluolsulfonsäure (343 mg, 1.80 mmol), Trifluoressigsäure und einige Tropfen Wasser 
hinzugefügt. Die Reaktionslösung wurde 16 h bei Raumtemp. gerührt, anschließend mit DCM 
(50 mL) verdünnt und mit ges. NaHCO3-Lösung (2 × 100 mL) gewaschen. Die org. Phase wurde 
über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Eine anschließende 
säulenchromatographische Reinigung (Cyclohexan / Ethylacetat 4:1 → 3:1) ergab das 
gewünschte Produkt als farblosen Feststoff.  
Ausbeute: 2.87 g (4.38 mmol, 49 % über drei Schritte); 
Drehwert: [α]20D +43.6 (c = 1.20 DCM); 
Rf = 0.39 (Cyclohexan / Ethylacetat, 3:1); 
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Smp.: 63 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 8.09-8.06 (m, 2 H, Bz-Hortho), 7.68-7.65 (m, 4 H, TBDPS-Hortho), 
7.57-7.54 (m, 1 H, Bz-Hpara), 7.50-7.49 (m, 2 H, SPh-Hortho), 7.44-7.34 (m, 6 H, Bz-Hmeta, 
TBDPS Hmeta), 7.32-7.29 (m, 2 H, TBDPS-Hpara), 7.27-7.25 (m, 3 H, SPh-Hmeta, SPh-Hpara), 5.71 (d, 
3J2,1 = 1.4 Hz, 1 H, H-1), 5.63 (dd, 3J1,2 = 1.6 Hz, 3J3,2 = 3.4 Hz, 1 H, H-2), 5.55 (dd~t, 3J3,4 = 3J5,4 = 
9.9 Hz, 1 H, H-4), 4.38 (ddd, 3J4,5 = 9.9 Hz, 3J6a,5 = 3.9 Hz, 3J6b,5 = 1.7 Hz, 1 H, H-5), 4.15 (ddd, 
3J4,3 = 9.9 Hz, 3JOH,3 = 8.4 Hz, 3J2,3 = 3.4 Hz, 1 H, H-3), 3.89 (dd, 3J5,6a = 4.0 Hz, 2J6b,6a = 11.6 Hz, 1 H, 
H-6a), 3.80 (dd, 3J5,6b = 1.8 Hz, 2J6a,6b = 11.6 Hz, 1 H, H-6b), 2.53 (d, 3J3,OH = 8.4 Hz, 1 H, OH), 2.05 
(s, 3 H, OAc), 1.04 (s, 9 H, C(CH3)3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 M z): δ = 171.5 (COCH3), 165.8 (COPh), 135.7 (TBDPS-Cortho), 135.6 
(TBDPS-Cortho), 133.7 (SPh-Cipso), 133.6 (Bz-Cpara), 133.2 (TBDPS-Cipso), 132.9 (TBDPS-Cipso), 131.6 
(SPh-Cortho), 130.0 (Bz-Cortho), 129.7 (TBDPS-Cmeta), 129.6 (TBDPS-Cmeta), 129.2 (Bz-Cipso), 129.1 
(SPh-Cmeta), 128.5 (Bz-Cmeta), 127.7 (TBDPS-Cpara), 127.7 (SPh-Cpara), 127.6 (TBDPS-Cpara), 86.0 
(C-1), 74.6 (C-2), 72.0 (C-5), 70.1 (C-3), 69.7 (C-4), 62.4 (C-6), 26.7 (CCH3), 20.9 (COCH3), 19.3 
(C(CH3)3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3486 (w), 2931 (w), 2858 (w), 1723 (m), 1266 (m), 1229 (m), 1104 (m), 701 (s) cm-1;  
MS (ESI): m/z = ber. für C37H40O7SSi: 679.2156 [M+Na]+; gef.: 679.2151; 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Schwefel / % 
berechnet 67.65 6.14 4.88 





Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden Trichloracetimidat 24 (652 mg, 1.32 mmol), der 
Mannosyl-Akzeptor 23 (535 mg, 814 μmol) und aktiviertes Molsieb (3 Å, 484 mg) in abs. DCM 
(2.0 mL) suspendiert. Bei 0 °C wurde TMSOTf (25 μL) hinzugefügt. Die  eaktionslösung wurde 
2.5 h gerührt und während dieser Zeit auf Raumtemp. erwärmt. Nach 2 h wurde das 
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Lösungsmittel i. Vak. entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch an Kieselgel 
(Cyclohexan / Ethylacetat, 3:1) gereinigt. Es wurde ein farbloser fester Schaum erhalten. 
Ausbeute: 532 mg, (539 μmol, 66 %); 
Drehwert: [α]20D +32.6 (c = 0.99 DCM); 
Smp.: 66 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 8.11-8.10 (m, 2 H, Bz-Hortho), 7.68-7.66 (m, 4 H, TBDPS-Hortho), 
7.60-7.56 (m, 1 H, Bz-Hpara), 7.50-7.48 (m, 2 H, SPh-Hortho), 7.46-7.42 (m, 2 H, Bz-Hmeta), 7.41-
7.29 (m, 6 H, TBDPS Hmeta ,TBDPS-Hpara), 7.27-7.25 (m, 3 H, SPh-Hmeta, SPh-Hpara), 5.72-5.71 (m, 
1 H, H-1, H-2), 5-65 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 10 Hz, 1 H, H-4), 5.23-5.15 (m, 2 H, H-4‘,  -3‘), 5.06 (dd, 
3J1‘,2‘ = 1.9 Hz, 3J2‘,3‘ = 3.0 Hz, 1 H, H-2‘), 5.04 (d, 3J2‘,1‘ = 1.8 Hz, 1 H, H-1‘), 4.37 (ddd, 3J4,5 
= 10.3 Hz, 3J5,6a = 4.9, 3J5,6b = 2.1 Hz, 1 H, H-5), 4.20 (dd, 3J2,3 = 2.8 Hz, 3J3,4 = 9.8 Hz, 1 H, H-3), 
4.13 (dd, 3J6a‘,5‘ = 5.9 Hz, 2J6a‘,6b‘ = 12.0 Hz, 1 H, H-6‘), 4.06 (m, H-5‘), 3.94 (dd, 3J6b‘,5‘ = 2.0 Hz, 
2J6b‘,6a‘ = 12.0 Hz, 1 H, H-6b‘), 3.83 (dd, 3J5,6a = 4.9 Hz, 2J6a,6b = 11.7 Hz, 1 H, H-6a), 3.73 (dd, 
3J6b,5 = 11.6 Hz, 2J6a,6b = 2.1 Hz, 1 H, H-6b), 2.15, 2.14, 2.04 (je s, je 3 H, 3 × OAc), 1.94 (s, 6 H, 
2 × OAc), 1.02 (s, 9 H, C(CH3)3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 M z): δ = 170.7 (COCH3), 170.0 (COCH3), 169.7 (COCH3), 169.5 (COCH3), 
169.4 (COCH3), 165.8 (COPh), 135.7 (TBDPS-Cortho), 135.6 (TBDPS-Cortho), 133.6 (SPh-Cipso), 
133.5 (Bz-Cpara), 133.2 (TBDPS-Cipso), 133.0 (TBDPS-Cipso), 131.6 (SPh-Cortho), 130.0 (Bz-Cortho), 
129.7 (TBDPS-Cmeta), 129.6 (TBDPS-Cmeta), 129.2 (Bz-Cipso), 129.1 (SPh-Cmeta), 128.6 (Bz-Cmeta), 
127.8 (TBDPS-Cpara), 127.7 (SPh-Cpara), 127.6 (TBDPS-Cpara), 99.0 (C-1‘), 85.9 (C-1), 76.9 (C-3), 
73.4 (C-2), 72.7 (C-5), 69.8 (C-2‘), 69.4 (C-5‘), 68.4 (C-3‘), 67.3 (C-4), 65.9 (C-4‘), 62.6 (C-6), 62.4 
(C-6‘), 26.7 (CCH3), 20.8 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 19.2 
(C(CH3)3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2933 (w), 1744 (s), 1368 (m), 1218 (s), 1083 (m), 1034 (m), 703 (m) cm-1; 
MS (ESI): m/z = ber. für C51H58O16SSi: 1009.3107 [M+Na]+; gef.: 1009.3108; 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Schwefel / % 
berechnet 62.05 5.92 3.25 
gefunden 57.93 5.49 2.71 
 
 









Thiophenylmannobiosid 25 (4.04 g, 4.09 mmol) wurde in Aceton/Wasser (2:1, 45 mL) gelöst 
und NBS (2.97 g, 16.9 mmol) hinzugefügt. Die Reaktionslösung wurde 1 h bei Raumtemp. 
gerührt und anschließend mit DCM (3 × 20 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen wurden über 
MgSO4 getrocknet, filtriert und das Filtrat i. Vak. eingeengt. Das Rohprodukt wurde 
säulenchromatographisch (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1 → 1:1) gereinigt. Es wurde ein 
farbloser Feststoff erhalten.  
Ausbeute: 2.73 g (3.05 mmol, 75 %); 
Drehwert: [α]20D -7.00 (c = 0.62 DCM); 
Rf = 0.21 (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1); 
Smp.: 75 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 8.12-8.10 (m, 2 H, Bz-Hortho), 7.70-7.67 (m, 4 H, TBDPS-Hortho), 
7.60-7.56 (m, 1 H, Bz-Hpara), 7.50-7.48 (m, 2 H, SPh-Hortho), 7.46-7.31 (m, 9 H, Bz-Hmeta, 
TBDPS Hmeta, TBDPS-Hpara), 5.60 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 10.0 Hz, 1 H, H-4), 5.45 (dd, 3J1,2 = 1.9 Hz, 
3J2,3 = 3.2 Hz, 1 H, H-2), 5.37 (m, 1 H, H-1), 5.22-5.12 (m, 2 H, H-4‘, -3‘), 5.05 (dd, 3J1‘,2‘ = 1.9 Hz, 
3J2‘,3‘ = 3.1 Hz, 1 H, H-2‘), 5.00 (d, 3J2‘,1‘ = 1.8 Hz, 1 H, H-1‘), 4.31 (dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J3,4 = 9.9 Hz, 
1 H, H-3), 4.13 (dd, 3J6a‘,5‘ = 5.4 Hz, 2J6a‘,6b‘ = 12.5 Hz, 1 H, H-6a‘), 4.07 (ddd, 3J4‘,5‘ = 9.3 Hz, 
3J5‘,6a‘ = 5.4 Hz, 3J5‘,6b‘ = 2.1 Hz, 1 H, H-5‘), 4.01 (ddd, 3J4,5 = 10.1 Hz, 3J5,6a = 4.7 Hz, 3J5,6b = 2.2 Hz, 
1 H, H-5), 3.92 (dd, 3J6b‘,5‘ = 2.1 Hz, 2J6b‘,6a‘ = 12.1 Hz, 1 H, H-6b‘), 3.79 (dd, 3J5,6a = 4.7 Hz, 
2J6a,6b = 11.7 Hz, 1 H, H-6a), 3.74 (dd, 3J6b,5 = 11.7 Hz, 2J6a,6b = 2.2 Hz, 1 H, H-6b), 2.79 (d, 
3J1,OH = 3.7 Hz, 1 H, OH), 2.12, 2.08, 2.02, 1.94, 1.93 (je s, je 3 H, 5 × OAc), 1.05 (s, 9 H, C(CH3)3) 
ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 M z): δ = 170.7 (COCH3), 170.0 (COCH3), 169.8 (COCH3), 169.6 (COCH3), 
169.3 (COCH3), 165.9 (COPh), 135.8 (TBDPS-Cortho), 135.7 (TBDPS-Cortho), 133.5 (Bz-Cpara), 133.2 
(TBDPS-Cipso), 130.0 (Bz-Cortho), 129.7 (TBDPS-Cmeta), 129.6 (TBDPS-Cmeta), 129.0 (Bz-Cipso), 128.6 
(Bz-Cmeta), 127.6 (TBDPS-Cpara), 127.5 (TBDPS-Cpara), 98.9 (C-1‘), 92.0 (C-1), 75.9 (C-3), 71.9 (C-
2), 71.5 (C-5), 69.9 (C-2‘), 69.2 (C-5‘), 68.5 (C-3‘), 67.3 (C-4), 65.9 (C-4‘), 62.9 (C-6), 62.2 (C-6‘), 
26.7 (CCH3), 20.8 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (2 × COCH3), 19.2 (C(CH3)3) ppm; 
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IR (ATR) ṽ = 3441 (w), 2933 (w), 22858 (w), 1748 (m), 1723 (m), 1218 (s), 1039 (s), 704 (s) cm-1; 








Das reduzierende Mannobiosid 26 (502 mg, 561 μmol) wurde unter Stickstoffatmosphäre in 
abs. DCM (4.0 mL) gelöst. Bei 0 °C wurde DBU (1 Tropfen) und Trichloracetonitril (0.71 mL, 
7.09 mmol) hinzugefügt und 2 h bei 0 °C gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und 
das Rohprodukt säulenchromatographisch gereinigt (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1) 
Ausbeute: 550 mg (529 μmol, 94 %); 
Drehwert: [α]20D +8.4 (c = 0.76 DCM); 
Rf = 0.30 (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1); 
Smp.: 81 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 8.97 (s, 1  , NH), 8.14-8.12 (m, 2 H, Bz-Hortho), 7.67-7.64 (m, 
4 H, TBDPS-Hortho), 7.62-7.59 (m, 1 H, Bz-Hpara), 7.47-7.44 (m, 2 H, Bz-Hmeta), 7.42-7.31 (m, 6 H, 
TBDPS-Hmeta, TBDPS-Hpara), 6.52 (dd, 3J1,2 = 1.9 Hz, 1 H, H-1), 5.72 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 10.1 Hz, 
1 H, H-4), 5.62 (dd, 3J2,3 = 3.2 Hz, 3J1,2 = 2.1 Hz, 1 H, H-2), 5.25 (dd~t, 3J3‘,4‘ = 3J4‘,5‘ = 10.1 Hz, 1 H, 
H-4‘), 5.16 (dd, 3J2‘,3‘ = 3.3 Hz, 3J3‘,4‘ = 10.0 Hz, 1 H, H-3‘), 5.10 (dd, 3J1‘,2‘ = 1.9 Hz, 3J2‘,3‘ = 3.3 Hz, 
1 H, H-2‘), 5.04 (d, 3J1‘,2‘ = 1.9 Hz, 1 H, H-1‘), 4.32 (dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J2,3 = 9.9 Hz, 1 H, H-3), 4.12 
(m, 1 H, H-6a‘), 4.06-4.01 (m, 2 H, H-5, H-5‘), 3.86 (dd, 3J5‘,6b‘ = 2.2 Hz, 2J6a‘,6b‘ = 12.3 Hz, 1 H, 
H 6b‘), 3.76 (m, 2 H, H-6), 2.13, 2.06, 2.04, 1.94, 1.94 (je s, je 3 H, 5 × OAc), 1.03 (s, 9 H, C(CH3)3) 
ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 M z): δ = 170.5 (COCH3), 170.0 (COCH3), 169.7 (COCH3), 169.5 (COCH3), 
169.4 (COCH3), 165.6 (COPh), 159.6 (C=NH), 135.7 (TBDPS-Cortho), 135.7 (TBDPS-Cortho), 133.7 
(Bz-Cpara), 133.1 (TBDPS-Cipso), 133.1 (TBDPS-Cipso), 130.1 (Bz-Cortho), 129.7 (TBDPS-Cmeta), 129.6 
(TBDPS-Cmeta), 128.8 (Bz-Cipso), 128.6 (Bz-Cmeta), 127.6 (TBDPS-Cpara), 127.6 (TBDPS-Cpara), 99.3 
(C-1‘), 94.5 (C-1), 90.8 (CCl3), 76.6 (C-3), 74.1 (C-5), 70.1 (C-2), 69.7 (C-2‘), 69.4 (C-5‘), 68.5 
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(C-3‘), 66.4 (C-4), 65.5 (C-4‘), 62.3 (C-6), 61.9 (C-6‘), 26.7 (CCH3), 20.8 (COCH3), 20.6 (COCH3), 
20.6 (OCCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 19.2 (C(CH3)3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2933 (w), 1747 (s), 1369 (m), 1216 (s), 1037 (s), 704 (s) cm-1; 
MS (ESI): m/z = ber. für C47H54O7Cl3NO17Si: 1060.2119 [M+Na]+; gef.: 1060.2115; 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Stickstoff / % 
berechnet 54.31 5.24 1.35 




Tetraethylenglycol (28, 16.7 g, 85.8 mmol), 1-Bromundecen (29, 10.0 g, 42.9 mmol) und 
Natriumhydroxid (5.23 g, 130 mmol) wurden in abs. DMF (20 mL) gelöst. Es wurde 5 h bei 
80 °C gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und der Rückstand in Ethylacetat 
(50 mL) aufgenommen. Die org. Phase wurde mit HCl (2 N, 2 × 50 mL) und Brine (100 mL) 
gewaschen, über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Nach 
säulenchromatographischer Reinigung an Kieselgel (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1) wurde das 
Produkt als farbloses Öl erhalten.  
Ausbeute: 4.07 g (11.7 mmol, 27 %); Lit.[41]: 60 %. 




Der Alkohol 30 (1.71 g, 4.69 mmol) wurde in abs. DCM (4 mL) gelöst und Triethylamin (1.30 mL, 
9.33 mmol) hinzugegeben. Bei 0 °C wurde Tosylchlorid (1.79 g, 9.39 mmol, in 2 mL DCM) 
hinzugegeben. Die Reaktionslösung wurde auf Raumtemp. erwärmt und 2 d gerührt. Es wurde 
mit Ethylacetat (50 mL) verdünnt und mit Brine (20 mL) gewaschen. Die org. Phase wurde über 
MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde 
säulenchromatographisch an Kieselgel (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1) gereinigt. Es wurde ein 
farbloses Öl erhalten.  
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Ausbeute: 1.90 g (3.80 mmol, 81 %); Lit.[61]: 81 %.  





Dihydroxyazobenzol (18, 1.92 g, 8.84 mmol), der Tosyl-Linker 31 (885 mg, 1.77 mmol) und 
Kaliumcarbonat (489 mg, 3.54 mmol) wurden in abs. DMF (48 mL) gelöst. Die Reaktionslösung 
wurde 3 h bei 80 °C gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und der Rückstand in 
Ethylacetat (150 mL) und Wasser (100 mL) aufgenommen. Die org. Phase wurde mit HCl (1 N, 
100 mL) und ges. NaHCO3-Lösung (100 mL) gewaschen. Die ver. wässr. Phasen wurden mit 
Ethylacetat (2 × 50 mL) extrahiert. Die ver. org. Extrakte wurden über MgSO4 getrocknet, 
filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Säulenchromatographie an Kieselgel 
(Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1 → 1:1) gab das Produkt als ein orangefarbenes Öl.  
Ausbeute: 634 mg (1.17 mmol, 66 %); 
Rf = 0.16 (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1); 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 7.80-7.75 (4 H, Hortho, Hortho‘), 6.93-6.91 (4 H, Hmeta, Hmeta’), 5.80 
(ddt, 3J18,19a = 16.9 Hz, 3J18,19b = 10.2 Hz, 3J17,18 = 6.7 Hz, 1 H, H-18), 4.98 (m, 1 H, H-19a), 4.92 
(ddt, 3J18,19b = 10.2 Hz, 2J19a,19b = 2.2 Hz, 4J17,19b = 1.2 Hz, 1 H, H-19b), 4.13 (m, 2 H, H-1), 3.87 (m, 
2 H, H-2), 3.76-3.63 (m, 10 H, H-3, H-4, H-5, H-6, H-7), 3.57 (m, 2 H, H-8), 3.43 (t, 3J9,10 = 6.9 Hz, 
1 H, H-9), 2.02 (m, 2 H, H-17), 1.56 (m, 2 H, H-10), 1.36-1.25 (m, 12 H, H-11, H-12, H-13, H-14, 
H-15, H-16) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 M z): δ = 160.6 (Cipso’, Cipso), 147.1 (Cpara, Cpara‘), 139.3 (C-19), 124.5 
(Cortho), 124.3 (Cortho‘), 115.8 (Cmeta‘), 114.7 (Cmeta), 114.1 (C-18), 71.6 (C-9), 70.8 (C-3), 70.7 
(C-4), 70.6 (C-5), 70.6 (C-6), 70.6 (C-7), 70.0 (C-8), 69.7 (C-2), 67.6 (C-1), 33.8 (C-17), 29.6 (C-
10), 29.5 (C-16), 29.5 (C-11), 29.4 (C-15), 29.1 (C-12), 28.9 (C-11), 26.1 (C-14) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3494 (w), 3458 (w), 2924 (m), 2853 (m), 1585 (m), 1257 (s), 1098 (s), 844 (s) cm-1; 
MS (ESI): m/z = ber. für C31H46O6N2: 543.3429 [M+H]+; gef.: 543.3421; 




 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Stickstoff / % 
berechnet 68.61 8.54 5.16 










Der Bimannosyl-Donor 27 (148 mg, 142 μmol) wurde zusammen mit Dihydroxyazobenzol (18, 
211 mg, 985 μmol) und aktiviertem Molsieb (3 Å, 900 mg) in abs. DCM/Acetonitril (3:2, 5 mL) 
suspendiert. Unter Kühlung mit einem Eisbad wurde Bortrifluoriddiethyletherat (0.02 mL, 
142 μmol) hinzugefügt. Es wurde 15 min. bei 0 °C und 4 h bei Raumtemp. gerührt. Die Reaktion 
wurde durch Zugabe von ges. NaHCO3-Lösung (5.00 mL) beendet und das Molsieb abfiltriert. 
Die org. Phase wurde getrennt, mit ges. NaHCO3-Lösung (20 mL) gewaschen und über MgSO4 
getrocknet. Es wurde filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Nach 
Säulenchromatographie (Cyclohexan / Ethylacetat, 3:1 → 1:1) wurde das Produkt als 
orangefarbener Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 88.0 mg (81.0 μmol, 57 %); 
Drehwert: [α]20D +79.8 (c = 0.64 DCM); 
Rf = 0.32 (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1); 
Smp.: 98 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 8.18-8.14 (m, 2 H, Bz-Hortho), 7.84-7.81 (m, 4 H, H-9, H-11, H-14, 
H-18), 7.65-7.61 (m, 5 H, TBDPS-Hortho, Bz-Hpara), 7.49-7.46 (m, 2 H, Bz-Hmeta), 7.39-7.37 (m, 2 
H, TBDPS-Hpara), 7.35-7.29 (m, 4 H, TBDPS-Hmeta), 7.17-7.15 (m, 2 H, H-8, H-12), 6.95-6.92 (m, 
2 H, H-15, H-17), 5.81 (dd, 3J1,2 = 1.7 Hz, 1 H, H-1), 5.73 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 10.0 Hz, 1 H, H-4), 
5.66 (dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J1,2 = 1.9 Hz, 1 H, H-2), 5.23 (m, 2 H, H-3‘, H-4‘), 5.12 (m, 2 H, H-1‘,  -
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2‘), 4.48 (dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J3,4 = 9.9 Hz, 1 H, H-3), 4.15 (dd, 2J6a‘,6b‘ = 12.0 Hz, 3J5‘,6a‘ = 5.3 Hz, 1 
H, H-6a‘), 4.10 (ddd, 3J4‘,5‘ = 9.9 Hz, 3J5‘,6a‘ = 5.2 Hz, 3J5‘,6b‘ = 2.0 Hz, 1 H, H-5‘), 3.95 (dd, 3J5‘,6b‘ = 2.0 
Hz, 2J6a‘,6b‘ = 12.1 Hz, 1 H, H-6b‘), 3.90 (ddd, 3J4,5 = 10.2 Hz, 3J5,6a = 4.4 Hz, 3J5,6b = 2.1 Hz, 1 H, H-
5), 3.78 (dd, 2J6a,6b = 11.7 Hz, 3J5,6a = 4.6 Hz, 1 H, H-6a), 3.70 (dd, 2J6a,6b = 11.7 Hz, 3J5,6b = 2.0 Hz, 
1 H, H-6b), 2.15, 2.08, 2.06, 1.96, 1.95 (je s, je 3 H, 5 × OAc), 0.99 (s, 9 H, C(CH3)3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 M z): δ = 170.8 (COCH3), 170.2 (COCH3), 169.9 (COCH3), 169.7 (COCH3), 
169.6 (COCH3), 166.0 (COPh), 157.4 (C-7), 146.8 (C-16), 135.7 (TBDPS-Cortho), 135.6 
(TBDPS-Cortho), 133.8 (Bz-Cpara), 133.1 (TBDPS-Cipso), 133.0 (TBDPS-Cipso), 130.1 (Bz-Cortho), 129.7 
(TBDPS-Cpara), 129.7 (TBDPS-Cpara), 129.0 (C-10), 128.9 (Bz-Cipso), 128.8 (Bz-Cmeta), 128.2 (C-13), 
127.7 (TBDPS-Cmeta), 127.6 (TBDPS-Cmeta), 124.9 (C-9, C-11), 124.3 (C-14, C-18), 116.7 (C-8, 
C-12), 115.8 (C-15, C-17), 99.2 (C-1‘), 95.5 (C-1), 76.7 (C-3), 72.3 (C-5), 71.5 (C-2), 69.9 (C-2‘), 
69.4 (C-5‘), 68.6 (C-3‘), 66.7 (C-4), 65.8 (C-4‘), 62.3 (C-6), 62.2 (C-6‘), 26.6 (CCH3), 20.9 (COCH3), 
20.7 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 19.2 (C(CH3)3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2934 (w), 1747 (m), 1726 (m), 1368 (m), 1215 (s), 1037 (s), 1003 (m) cm-1; 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Stickstoff / % 
berechnet 62.74 5.73 2.57 











Nach Variante A: Glycosylierung 
Der Bimannosyl-Donor 27 (1.18 g, 1.14 mmol) und der Azobenzol-Linker 32 (514 mg, 
947 μmol) wurden unter Stickstoffatmosphäre in abs. DCM (24 mL) gelöst. Unter Eiskühlung 
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wurde Bortrifluoriddiethyletherat (0.15 mL, 114 mmol) hinzugefügt. Die Reaktionslösung 
wurde 16 h bei Raumtemp. gerührt und durch Zugabe von ges. NaHCO3-Lösung (30 mL) 
abgebrochen. Es wurde mit Ethylacetat (30 mL) verdünnt und die org. Phase mit ges. 
NaHCO3-Lösung (100 mL) gewaschen. Die org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert 
und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Säulenchromatographie (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1) 
gab das Produkt als ein orangefarbener hochviskoser Sirup.  
Ausbeute: 1.01 g (853 μmol, 90 %). 
Nach Variante B: Williamson-Ether Synthese 
Das Azobenzolmannobiosid 33 (359 mg, 329 μmol), der Tosyl-Linker 31 (195 mg, 389 μmol) 
und Kaliumcarbonat (141 mg, 1.02 mmol) wurden in abs. DMF (2 mL) gelöst. Die 
Reaktionslösung wurde 3 h bei 90 °C gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und 
der Rückstand in Ethylacetat (10 mL) und Wasser (15 mL) aufgenommen. Die Phasen wurden 
getrennt und die org. Phase mit Wasser (5 mL) gewaschen. Die ver. wässr. Phasen wurden mit 
Ethylacetat (3 × 5 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert 
und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde über Sephadex™ (LH 20, 
MeOH / DCM, 1:1) und Säulenchromatographie an Kieselgel (Cylclohexan / Ethylacetat, 1:1) 
gereinigt. Es wurde ein orangefarbener hochviskoser Sirup erhalten.  
Ausbeute: 310 mg (225 μmol, 68 %); 
Drehwert: [α]20D +49.0 (c = 1.03 DCM); 
Rf = 0.26 (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1); 
1H-NMR (CDCl3, 600 M z): δ = 8.16-8.14 (m, 2 H, Bz-Hortho), 7.90-7.84 (m, 4 H, H-9, H-11, H-14, 
H-18), 7.63-7.60 (m, 5 H, TBDPS-Hortho, Bz-Hpara), 7.49-7.47 (m, 2 H, Bz-Hmeta), 7.41-7.37 (m, 2 H, 
TBDPS-Hpara), 7.35-7.30 (m, 4 H, TBDPS-Hmeta), 7.19-7.17 (m, 2 H, H-8, H-12), 7.04-7.02 (m, 2 H, 
H-15, H-17), 5.84-5.77 (m, 2 H, H-1, H-36), 5.72 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 10.0 Hz, 1 H, H-4), 5.65-5.64 
(dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J1,2 = 1.9 Hz, 1 H, H-2), 5.25-5.18 (m, 2 H, H-3‘, H-4‘), 5.11-5.10 (m, 2 H, H-
1‘,  -2‘), 4.99 (ddd, 4J35,37a = 1.6 Hz, 3J36,37a = 3.5 Hz, 2J37a,37b = 17.1 Hz, 1 H, H-37a), 4.92 (m, 1 
H, H-37b), 4.47 (dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J3,4 = 9.9 Hz, 1 H, H-3), 4.22 (m, 2 H, H-19), 4.14 (dd, 2J6a‘,6b‘ 
= 12.2 Hz, 3J5‘,6a‘ = 5.4 Hz, 1 H, H-6a‘), 4.07 (dt~ddd, 3J4‘,5‘ = 9.5 Hz, 3J5‘,6a‘ = 5.4 Hz, 3J5‘,6b‘ = 1.9 Hz, 
1 H, H-5‘), 3.94 (dd, 3J5‘,6b‘ = 2.0 Hz, 2J6a‘,6b‘ = 12.2 Hz, 1 H, H-6b‘), 3.91-3.89 (m, 3 H, H-5, H-20), 
3.77 (dd, 2J6a,6b = 11.7 Hz, 3J5,6a = 4.7 Hz, 1 H, H-6a), 3.74 (m, 2 H, H-21), 3.70-3.66 (m, 7 H, H-
6b, H-22, H-23, H-24), 3.65 (m, 2 H, H-25) 3.57 (m, 2 H, H-26), 3.44 (m, t, 3J27,28 = 6.8 Hz, 2 H, 
H-27), 2.15, 2.07, 2.05 (je s, je 3 H, 3 × OAc), 2.02 (m, 2 H, H-35), 1.95, 1.94 (je s, je 3 H, 2 × 
OAc), 1.56 (m, 2 H, H-28), 1.37-1.34 (m, 2 H, H-34), 1.30-1.25 (m, 10 H, H-29, H-30, H-31, H-
32, H-33), 0.99 (m, 9 H,C(CH3)3) ppm; 
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13C-NMR (CDCl3, 150 M z): δ = 170.6 (COCH3), 170.1 (COCH3), 169.4 (COCH3), 169.5 (COCH3), 
169.4 (COCH3), 165.9 (COPh), 161.2 (C-10), 157.5 (C-13), 148.2 (C-7), 146.9 (C-16), 139.2 
(C-36), 135.7 (TBDPS-Cortho), 135.6 (TBDPS-Cortho), 133.7 (Bz-Cpara), 133.2 (TBDPS-Cipso), 133.1 
(TBDPS-Cipso), 130.1 (Bz-Cortho), 129.7 (TBDPS-Cpara), 129.7 (TBDPS-Cpara), 129.0 (Bz-Cipso), 128.7 
(Bz-Cmeta), 127.7 (TBDPS-Cmeta), 127.6 (TBDPS-Cmeta), 124.6 (C-9, C-11), 124.3 (C-14, C-18), 
116.7 (C-8, C-12), 114.9 (C-15, C-17), 114.1 (C-37), 99.2 (C-1‘), 95.5 (C-1), 76.6 (C-3), 72.4 (C-
5), 71.6 (C-27), 71.5 (C-2), 70.9 (C-21), 70.7 (C-22), 70.7 (C-23), 70.6 (C-24), 70.6 (C-25), 70.1 
(C-26), 69.8 (C-2‘), 69.6 (C-20), 69.4 (C-5‘), 68.5 (C-3‘), 67.7 (C-19), 66.7 (C-4), 65.8 (C-4‘), 62.3 
(C-6), 62.2 (C-6‘), 33.8 (C-35), 29.6 (C-29), 29.5 (C-30), 25.5 (C-31), 29.4 (C-28), 29.1 (C-32), 28.9 
(C-34), 26.6 (CCH3), 26.1 (C-33), 20.9 (COCH3), 20.7 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 
(COCH3), 19.2 (C(CH3)3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2928 (w), 2856 (w), 1748 (m), 1216 (s), 1110 (s), 1036 (s), 703 (s), 503 (m) cm-1; 










Das geschützte Mannobiosid 34 (526 mg, 370 μmol) wurde in T F (5 mL) gelöst, TBAF-Lösung 
(1 M in THF, 1.10 mL, 1.10 mol) hinzugefügt und die Reaktionslösung 2 h bei Raumtemp. 
gerührt. Es wurde mit Ethylacetat (20 mL) verdünnt und mit Wasser (2 × 20 mL) gewaschen. 
Die org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. 
Das Zwischenprodukt wurde in abs. Methanol (11 mL) gelöst und mit Natriummethanolat-
Lösung (5.4 M in MeOH, 70 μL) versetzt. Die Reaktionslösung wurde 16 h bei Raumtemp. 
gerührt. Es wurde mit Amberlite IR120 neutralisiert, filtriert und das Filtrat i. Vak. eingeengt. 
Das Rohprodukt wurde über Sephadex™ LH-20 (Methanol) gereinigt. Es wurde ein 
orangefarbener Feststoff erhalten. 
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Ausbeute: 268 mg (309 μmol, 83 % über 2 Schritte); 
Drehwert: [α]20D -19.2 (c = 0.93 DCM); 
1H-NMR (MeOD, 600 M z): δ = 7.87-7.84 (m, 4 H, H-9, H-11, H-14, H-18), 7.28-7.27 (m, 2 H, 
H-8, H-12), 7.09-7.08 (m, 2 H, H-15, H-17), 5.79 (ddt, 3J36,37a = 17.0 Hz, 3J36,37b = 10.2 Hz, 3J35,36 = 
6.7 Hz, 1 H, H-36), 5.57 (d, 3J1,2 = 1.6 Hz, 1 H, H-1), 5.17 (d, 3J1‘,2‘ = 1.2 Hz, 1 H, H-1‘), 4.96 (ddd, 
3J36,37a = 17.1 Hz, 2J37a,37b = 3.6 Hz, 4J35,37a = 1.5 Hz, 1 H, H-37a), 4.90 (m, 1 H, H-37b), 4.29 (dd, 
3J1,2 = 2.0 Hz, 3J2,3 = 3.1 Hz, 1 H, H-2), 4.23 (m, 2 H, H-19), 4.07 (dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J3,4 = 9.6 Hz, 1 
H, H-3), 4.02 (dd, 3J1‘,2‘ = 1.7 Hz, 3J2,3 = 3.3 Hz, 1 H, H-2‘), 3.92-3.84 (m, 6 H, H-4, H-3‘, H-5, H-
6‘b, H-20), 3.78 (dd, 2J6a,6b = 12.0 Hz, 3J5,6b = 2.3 Hz, 1 H, H-6b), 3.79-3.71 (m, 4 H, H-6a, H-6‘a, 
H-21), 3.68 (m, 2 H, H-H-22), 3.65-3.61 (m, 8 H, H-4‘,  -5‘,  -23, H-24, H-25), 3.54 (m, 2 H, H-
26), 3.43 (t, 3J27,28 = 6.7 Hz, 1 H, H-27), 2.02 (dd, 3J35,36 = 6.7 Hz, 2J35a,35b = 1 H, H-35), 1.53 (m, 2 
H, H-28), 1.36-1.27 (m, 12 H, H-29, H-30, H-31, H-32, H-33, H-34) ppm; 
13C-NMR (MeOD, 150 MHz): δ = 162.7 (C-10), 159.8 (C-13), 149.3 (C-16), 148.3 (C-7), 140.1 
(C-36), 125.5 (C-9, C-11), 125.2 (C-14, C-18), 118.0 (C-15, C-17), 116.0 (C-8, C-12), 114.7 (C-37), 
104.0 (C-1‘), 100.2 (C-1), 80.1 (C-3), 75.9 (C-5‘), 75.1 (C-5), 72.5 (C-3), 72.4 (C-27), 72.1 (C-2‘), 
71.8 (C-21), 71.6 (C-22, C-23), 71.6 (C-24), 71.6 (C-25), 71.2 (C-2), 71.2 (C-26), 70.8 (C-20), 69.0 
(C-19), 68.9 (C-4‘), 67.3 (C-4), 63.0 (C-6‘), 62.6 (C-6), 34.9 (C-35), 30.7 (C-28), 30.7 (C-34), 30.6 
(C-29), 30.5 (C-30), 30.2 (C-33), 30.1 (C-32), 27.2 (C-31) ppm. 
IR (ATR) ṽ = 3362 (br), 2925 (w), 2855 (w), 1599 (w), 1499 (w), 1125 (s), 1105 (s), 1052 (s), 835 
(m) cm-1;  
MS (ESI): m/z = ber. für C43H66O16N2: 867.4485 [M+H]+; gef.: 867.4478; 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Stickstoff / % 
berechnet 60.69 7.82 3.29 













Das Mannobiosid-Undecen 35 (121 mg, 140 μmol), 2,2-Dimethoxy-2-phenylacetophenon 
(7 mg, 28 μmol) und Thioessigsäure (50 μL, 700 μmol) wurden in abs. Methanol / Dioxan (1:1, 
10 mL) gelöst und über drei F-P-T-Zyklen entgast. Die Reaktionslösung wurde 5 h mit 365 nm 
belichtet und 5 d bei Raumtemp. gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und der 
Rückstand über Kieselgel filtriert. Da die Umsetzung laut NMR noch unvollständig war, wurde 
das Rohprodukt noch mal mit denselben Mengen an Thioessigsäure und Radikalstarter 
versetzt und für 5 h mit 365 nm belichtet. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und das 
Rohprodukt über Kieselgel filtriert. Es wurde ein orangefarbener halbkristalliner Sirup 
erhalten.  
Ausbeute: 90.8 mg (96.3 μmol, 69 %); 
Drehwert: [α]20D -10.22 (c = 2.3 DCM); 
1H-NMR (MeOD, 500 M z): δ = 7.87-7.84 (m, 4 H, H-9, H-11, H-14, H-18), 7.29-7.27 (m, 2 H, 
H-15, H-17), 7.09-7.08 (m, 2 H, H-8, H-12), 5.57 (d, 3J1,2 = 1.7 Hz, 1 H, H-1), 5.17 (d, 3J1,2 = 1.6 Hz, 
1 H, H-1‘), 4.30 (dd, 3J1,2 = 2.0 Hz, 3J2,3 = 3.2 Hz, 1 H, H-2), 4.23 (m, 2 H, H-19), 4.07 (dd, 
3J2,3 = 3.3 Hz, 2J3,4 = 9.9 Hz, 1 H, H-3), 4.02 (dd, 3J1,2 = 1.7 Hz, 3J2,3 = 3.4 Hz, 1 H, H-2‘), 3.94-3.83 
(m, 6 H, H-3‘,  -4‘,  -5‘, H-6a, H-20), 3.80-3.71 (m, 5 H, H-6b, H-6‘,  -21), 3.69-3.67 (m, 2 H, 
H-22), 3.65-3.61 (8 H, H-4, H-5, H-23, H-24, H-25), 3.54 (m, 2 H, H-26), 3.44 (t, 3J27,28 = 6.6 Hz, 
1 H, H-27), 2.83 (m, 2 H, H-38), 2.23 (s, 3 H, SAc), 1.56-1.49 (m, 4 H, H-28, H-37), 1.31-1.26 (m, 
14 H, H-29, H-30, H-31, H-32, H-33, H-34, H-35) ppm; 
13C-NMR (MeOD, 125 MHz): δ = 197.7 (SCO), 162.7 (C-10), 159.9 (C-13), 149.4 (C-16), 148.4 
(C-7), 125.5 (C-9, C-11), 125.2 (C-14, C-18), 118.1 (C-15, C-17), 116.0 (C-8, C-12), 104.1 (C-1’), 
100.11 (C-1), 80.2 (C-3), 75.9 (C-5), 75.1 (C-5’), 72.6 (C-3’), 72.4 (C-27), 72.2 (C-2’), 71.9 (C-21), 
71.7 (C-22), 71.7 (C-23), 71.6 (C-24), 71.6 (C-25), 71.2 (C-2), 71.2 (C-26), 70.8 (C-20), 69.1 
(C-19), 68.9 (C-4), 67.4 (C-4’), 63.0 (C-6’), 62.6 (C-6), 30.8 (C-28), 30.8 (C-37), 30.7 (C-29), 30.7 
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(C-30), 30.6 (C-31), 30.6 (C-35), 30.6 (COCH3), 30.2 (C-33), 29.9 (C-34), 29.8 (C-38), 27.2 (C-32) 
ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3367 (br), 2925 (w), 2853 (w), 1598 (w), 1499 (w), 1222 (m), 1127 (s), 1104 (s), 
837 (m), 623 (m) cm-1;  




Das Azobenzol-Derivat 38 (50.9 mg, 137 μmol) wurde in abs. DCM (3 mL) gelöst und mit 
Triethylamin (0.05 mL, 335 μmol) versetzt. Bei 0 °C wurde Tritylchlorid (40, 57.8 mg, 207 μmol, 
in 1 mL abs. DCM) hinzugefügt. Die Reaktionslösung wurde 16 h bei Raumtemp. gerührt und 
das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Nach säulenchromatographischer Reinigung (Cyclohexan / 
Ethylacetat, 5:1) an Kieselgel wurde das Produkt als orangefarbener Sirup erhalten. 
Ausbeute: 58.7 mg (95.5 μmol, 70 %); 
Rf = 0.49 (Cyclohexan / Ethylacetat, 4:1); 
1H-NMR (Aceton-d6, 500 MHz): δ = 7.81-7.79 (m, 2 H, Hortho), 7.60-7.57 (m, 2 H, Hortho’), 7.53-
5.52 (m, 5 H, Tr-H), 7.34-7.26 (m, 10 H, Tr-H), 7.07-7.04 (m, 2 H, Hmeta), 6.90-6.87 (m, 2 H, 
Hmeta‘), 4.09 (t, 3J1,2 = 6.5 Hz, 2 H, H-1), 2.88 (m, 2 H, H-6), 2.29 (s, 3 H, COCH3), 1.81 (m, 2 H, 
H-2), 1.60 (m, 2 H, H-5), 1.53-1.43 (m, 4 H, H-3, H-4) ppm; 
13C-NMR (Aceton-d6, 125 MHz): δ = 162.4 (COCH3), 159.5 (Cipso), 148.8 (Cipso’), 147.9 (Cpara), 
147.6 (Cpara‘), 144.8 (Tr-Cipso), 129.6 (Tr-Cortho), 128.9 (Tr-Cmeta), 128.8 (Tr-Cortho), 128.4 
(Tr-Cmeta), 128.9 (Tr-Cpara), 127.7 (Tr-Cpara), 125.1 (Cortho), 123.8 (Cortho‘), 121.8 (Cmeta‘), 115.6 
(Cmeta), 91.7 (C(Ph)3), 68.9 (C-1), 30.6 (COCH3), 30.4 (C-5), 29.8 (C-2), 29.3 (C-6), 29.1 (C-3), 26.2 
(C-4) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2934 (s), 1680 (m), 1489 (s), 1230 (s), 1142 (s), 956 (m), 835 (m), 696 (s) cm-1; 
MS (ESI): m/z = ber. für C39H38N2O3S: 615.2676 [M+H]+; gef.: 615.2676. 
 
 





TRIS 45 (5.00 g, 35.0 mmol) und NaHCO3 (4.70 g, 54.7 mmol) wurden zusammen in 
Ethylacetat / Wasser (2:1, 60 mL) gelöst. Benzoylcarbonylchlorid (5.20 mL, 35 mmol) wurde 
langsam hinzugetropft. Die Reaktionslösung wurde 16 h bei Raumtemp. gerührt. Der 
ausgefallene Feststoff wurde abfiltriert und die Phasen getrennt. Die wässr. Phase wurde mit 
Ethylacetat (3 × 50 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen wurden mit Brine (100 mL) und Wasser 
(100 mL) gewaschen. Die ver. org. Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und das 
Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Es wurde ein weißer Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 7.64 g (29.9 mmol, 86 %); Lit.[66]: 88 %. 




Natriumazid (2.74 g, 42.2 mmol) wurde in DCM/Wasser (1:1, 20 mL) gelöst. Bei 0 °C wurde 
Trifluormethansulfonsäureanhydrid (3.0 mL, 17.8 mmol) dazugegeben. Die Reaktionslösung 
wurde 2 h bei Raumtemp. gerührt, anschließend wurden die Phasen getrennt und die wässr. 
Phase mit DCM (2 × 20 mL) extrahiert. TRIS 45 (1.05 g, 8.67 mmol), Zinkchlorid (76.0 mg, 
558 μmol) und Triethylamin wurden in Wasser/MeOH/DCM (3:10:3, 65 mL) gelöst und die ver. 
Extrakte der Azid-Lösung hinzugefügt. Die Reaktionslösung wurde 16 h bei Raumtemp. 
gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und der farblose Sirup mit Natriumacetat 
(2.37 g, 17.4 mmol) und Essigsäureanhydrid (50 mL) auf 105 °C erhitzt. Nach Abkühlen auf 
Raumtemp. wurde das Lösungsmittel i. Vak. entfernt und das Rohprodukt 
säulenchromatographisch an Kieselgel (Cyclohexan / Ethylacetat, 3:1) gereinigt. Es wurde ein 
farbloser Sirup erhalten.  
Ausbeute: 2.22 g (8.12 mmol, 94 %); Lit.[66]: 99 %. 
Die analytischen Daten stimmen mit der Literatur überein.[66] 





Das Azid 53 (725 mg, 2.64 mmol) und Propargyl-Azobenzol 44 (645 mg, 2.56 mmol) wurden in 
DMF (17 mL) gelöst.  upfersulfat (68.5 mg, 274 μmol, in 1 mL asser) und Natriumascorbat 
(106 mg, 535 μmol) wurden hinzugefügt und die Reaktionslösung 16 h bei Raumtemp. gerührt. 
Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt, der Rückstand in Ethylacetat (50 mL) aufgenommen 
und mit Wasser (2 × 100 mL) gewaschen. Die wässr. Phasen wurden mit Ethylacetat (2 × 100 
mL) extrahiert und die ver. org. Phasen über MgSO4 getrocknet. Es wurde filtriert und das 
Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an Kieselgel 
(Cyclohexan / Ethylacetat, 2 :1) gereinigt. Das Zwischenprodukt wurde in abs. MeOH (20 mL) 
gelöst und Natriummethanolat-Lösung (5.4 M, 0.1 mL) hinzugefügt. Die Reaktionslösung 
wurde 3 h bei Raumtemp. gerührt und mit Amberlite IR120 neutralisiert. Es wurde filtriert und 
das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Es wurde ein gelber Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 802 mg (2.31 mmol, 90 % über 2 Schritte); 
Smp.: 190°C; 
1H-NMR (MeOD, 500 MHz): δ = 8.26 (s, 1 H, Triazol-H), 7.79-7.76 (m, 2 H, Hortho), 7.71-7.68 (m, 
2 H, Hortho’), 7.14-7.11 (m, 2 H, Hmeta), 6.77-6.74 (m, 2 H, Hmeta’), 5.25 (s, 2 H, PhOCH2), 4.06 (s, 
6 H, 3 × CH2OH) ppm; 
13C-NMR (MeOD, 125 MHz): δ = 159.8 (Cispso), 149.0 (Cipso’), 143.7 (Cpara), 126.0 (Cortho’), 125.5 
(NCH=C), 124.7 (Cortho), 118.9 (Cmeta‘), 116.1 (Cmeta), 70.5 (C(CH2)3), 63.0 (C(CH2)3), 62.8 
(PhOCH2) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3100 (br), 1588 (s), 1493 (s), 1268 (s), 1230 (s), 1017 (s), 994 (s), 842 (s), 839 (s) 
546 (s) cm-1;  
MS (ESI): m/z = ber. für C19H21N5O5: 400.1616 [M+H]+; gef.: 400.1615; 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Stickstoff / % 
berechnet 57.14 5.30 17.53 
gefunden 52.93 5.32 16.36 





Das Acetyl-geschützte Azobenzolmannosid 55 (173 mg, 244 μmol) wurde in abs. Methanol 
(7 mL) gelöst und einige Tropfen Natriummethanolat-Lösung (5.4 M, in MeOH) hinzugegeben. 
Die Reaktionslösung wurde 1.5 h bei Raumtemp. gerührt. Der ausgefallene Feststoff wurde 
mit DCM/MeOH (1:1, 50 mL) in Lösung gebracht. Es wurde mit Amberlite IR120 neutralisiert, 
das Harz wurde abfiltriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Es wurde ein gelber Feststoff 
erhalten.  
Ausbeute: 131 mg (243 μmol, quant.); 
Drehwert: [α]24D +129.4 (c = 0.03, MeOH); 
Rf = 0.22 (DCM / MeOH, 9:1); 
Smp.: 197-198 °C; 
1H-NMR (CDCl3+DMSO-d6, 500 M z): δ =7.85-7.82 (m, 4 H, H-9, H-11, H-14, H-H-18), 7.21-7.19 
(m, 2 H, H-8, H-12), 7.01-7.00 (m, 2 H, H-15, H-17), 5.59 (s, 1 H, H-1), 5.00, 4.84, 4.56, 4.23 
(je s, je 1 H, 4 × OH), 4.06 (m, 2 H, H-2, H-19), 3.90 (m, 1 H, H-3), 3.83 (m, 1 H, H-4), 3.76-3.68 
(m, 2 H, H-6), 3.59-3.55 (m, 1 H, H-6), 3.46 (t, 3J23,24 = 6.8 Hz, H-24), 1.19 (m, 2 H, H-23), 1.84 
(m, 2 H, H-20), 1.54 (m, 4 H, H-21, H-22) ppm; 
13C-NMR (CDCl3+DMSO-d6, 125 MHz): δ = 160.7 (C-16), 157.8 (C-7), 147.0 (C-10), 146.0 (C-13), 
123.8 (C-9, C-11), 123.5 (C-14, C-14), 116.3 (C-8, C-12), 114.2 (C-15, C-17), 98.2 (C-1), 73.5 (C-5) 
(C-24), 70.6 (C-3), 69.8 (C-2), 67.5 (C-19), 66.5 (C-4), 60.8 (C-6), 33.6 (C-24), 32.0 (C-23), 28.3 
(C-20), 27.2 (C-21), 24.6 (C-22) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3311 (w), 2940 (w), 1599 (m), 1496 (m), 1005 (s), 838 (s) cm-1;  









Das Azobenzolmannosid 56 (79.7 mg, 148 μmol) wurde zusammen mit Kaliumthioacetat 
(18.7 mg, 164 μmol) in DMF (5 mL) gelöst. Es wurde 64 h bei Raumtemp. gerührt. Das 
Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch an 
Kieselgel (DCM / MeOH, 9:1) gereinigt. Es wurde ein gelber Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 57.3 mg (107 μmol, 72 %); 
Drehwert: [α]24D +192.4 (c = 0.02, MeOH); 
Rf = 0.22 (DCM / MeOH, 9:1); 
Smp.: 173 °C; 
1H-NMR (CDCl3+DMSO-d6, 600 M z): δ = 7.62-5.59 (m, 4 H, H-9, H-11, H-14, H-18), 6.95-6.94 
(m, 2 H, H-8, H-12), 6.76-6.75 (m, 2 H, H-15, H-17), 5.40 (s, 1 H, H-1), 3.87 (dd, 3J1,2 = 1.6 Hz, 
3J2,3 = 3.1 Hz, 1 H, H-2), 3.81 (t, 3J19.20 = 6.4 Hz, H-19), 3.76 (dd, 3J2,3 = 3.3 Hz, 3J3,4 = 9.4 Hz, 1 H, 
H-3), 3.70 (dd~t,  3J3,4 = 3J4,5 = 9.5 Hz, 1 H, H-4), 3.60 (dd, 2J6a,6b = 12.0 Hz, 3J5,6a = 3.7 Hz, 1 H, H-
6a), 3.49 (dd, 2J6a,6b = 12.0 Hz, 3J5,6a = 2.9 Hz, 1 H, H-6b), 3.38 (ddd~dt, 3J4,5 = 9.4 Hz, 3J5,6 = 3.2 
Hz, 1 H, H-5), 2.65 (t, 3J23,24 = 7.3 Hz, H-24), 2.09 (s, 3 H, SAc), 1.59 (m, 2 H, H-23), 1.39 (m, 2 H, 
H-20), 1.29-1.22 (m, 4 H, H-21, H-22) ppm. 
13C-NMR (CDCl3+DMSO-d6, 150 M z): δ = 195.4 (SCOCH3), 160.7 (C-16), 157.6 (C-7), 147.2 
(C-10), 146.2 (C-13), 123.9 (C-14, C-18), 123.5 (C-9, C-11), 116.1 (C-8, C-12), 114.1 (C-15, C-17), 
97.9 (C-1), 72.9 (C-5), 70.7 (C-3), 69.9 (C-2), 67.6 (C-19), 66.7 (C-4), 61.0 (C-6), 30.1 (COCH3), 
28.8 (C-20), 28.4 (C-24), 28.4 (C-23), 27.9 (C-21), 25.0 (C-22) ppm. 
IR (ATR) ṽ = 3350 (w), 2939 (w), 1598 (w), 1235 (s), 842 (m) cm-1; 









Das freie Azobenzolmannosid 57 (143 mg, 267 μmol), Silbernitrat (94.2 mg, 555 μmol und 
Tritylchlorid (40, 148 mg, 531 μmol) wurden in abs. DCM (10 mL) gelöst. 2,4,6-Collidin (55 μL, 
415 μmol) wurde hinzugefügt und die  eaktionslösung 16 h bei  aumtemp. gerührt. Es wurde 
mit DCM (50 mL) verdünnt und über Celite® filtriert. Das Filtrat wurde mit CuSO4-Lösung 
(10 %, 2 × 25 mL, 3 × 10 mL) gewaschen. Die org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert 
und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an 
Kieselgel (DCM / MeOH, 15:1) gereinigt. Die Mischfraktionen wurden vereinigt und nochmals 
an Kieselgel (DCM / MeOH, 49:1) gereinigt. Es wurde ein orangefarbener Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 75.6 mg (97.3 μmol, 36 %); 
Drehwert: [α]24D +88.1(c = 0.03, MeOH); 
Rf = 0.22 (DCM / MeOH, 49:1); 
Smp.: 93 °C; 
1H-NMR (CDCl3+MeOH-d4, 600 M z): δ = 7.88-7.85 (m, 4 H, H-9, H-11, H-14, H-18), 7.45-7.43 
(m, 6 H, Tr-Hortho), 7.32-7.29 (m, 6 H, Tr-Hmeta), 7.25-7.23 (m, 3 H, Tr-Hpara), 7.18-7.16 (m, 2 H, 
H-8, H-12), 7.00-6.99 (m, 2 H, H-15, H-17), 5.63 (dd, 3J1,2 = 1.2 Hz, 1 H, H-1), 4.12  (dd, 3J1,2 = 1.7 
Hz, 3J2,3 = 3.2 Hz, 1 H, H-2), 4.05-4.01 (m, 2 H, H-3, H-19), 3.91 (dd~t,  3J3,4 = 3J4,5 = 9.7 Hz, 1 H, 
H-4), 3.84 (dd, 2J6a,6b = 12.0 Hz, 3J5,6a = 3.0 Hz, 1 H, H-6a), 3.74 (dd, 2J6a,6b = 12.2 Hz, 3J5,6a = 2.6 
Hz, 1 H, H-6b), 3.63 (ddd~dt, 3J4,5 = 9.8 Hz, 3J5,6 = 2.8 Hz, 1 H, H-5), 2.89 (t, 3J23,24 = 7.3 Hz, H-24), 
2.33 (s, 3 H, SAc), 1.82 (m, 2 H, H-23), 1.63 (m, 2 H, H-20), 1.53-1.44 (m, 4 H, H-21, H-22) ppm. 
13C-NMR (CDCl3+MeOH-d6, 150 MHz): δ = 195.7 (SCOCH3), 161.5 (C-16), 157.9 (C-7), 148.1 
(C-10), 146.8 (C-13), 144.0 (i-C Tr), 128.8 (o-C Tr), 127.8 (m-C Tr), 127.0 (p-C Tr), 124.6 (C-14, 
C-18), 124.3 (C-9, C-11), 116.6 (C-8, C-12), 114.8 (C-15, C-17), 98.1 (C-1), 73.5 (C-5), 71.2 (C-3), 
70.5 (C-2), 68.2 (C-19), 66.6 (C-4), 61.2 (C-6), 30.7 (COCH3), 29.5 (C-20), 29.1 (C-24), 29.1 (C-23), 
28.6 (C-21), 25.6 (C-22) ppm; 
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IR (ATR) ṽ = 3375 (w), 2930 (w), 1598 (w), 1234 (s), 698 (m) cm-1; 






D-Mannose (59, 5.00 g, 27.8 mmol), Tritylchlorid (40, 11.6 g, 41.6 mmol) und DMAP (340 mg, 
2.78 mmol) wurden in trockenem Pyridin (29 mL) gelöst und 2 h bei 100 °C gerührt. Bei 60 °C 
wurde Essigsäureanhydrid (21 mL) hinzugegeben und 2.5 h bei Raumtemp. gerührt. Das 
Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt und der Rückstand in Ethylacetat (100 mL) und Wasser 
(50 mL) aufgenommen. Die org. Phase wurde mit Brine (100 mL) und ges. NaHCO3-Lösung 
(100 mL) gewaschen, über MgSO4 getrocknet, filtriert und i. Vak. eingeengt. 
Säulenchromatographie (Toluol / Ethylacetat, 10:1) gab das Produkt als einen farblosen 
Feststoff.  
Anomeren-Verhältnis: α:β = 28:72. 
Ausbeute: 7.15 g (11.9 mmol, 43 % über 2 Schritte); 
Drehwert: [α]20D +20.0 (c = 1.06 DCM); 
Rf = 0.21 (Toluol / Ethylacetat, 10:1); 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 7.46-7.44 (m, 12 H, Ar-Hortho β, Ar-Hortho α), 7.31-7.27 (m, 12 H, 
Ar-Hmeta α, Ar-Hmeta β), 7.24-7.21 (m, 6 H, Ar-Hpara α, Ar-Hpara β), 6.18 (d, 3J1,2 = 2.0 Hz, 1 H, H-1β), 
5.86 (d, 3J1,2 = 1.2 Hz, 1 H, H-1α), 5.51 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 10.1 Hz, 1 H, H-4β), 5.47 (dd, 3J1,2 = 1.1 
Hz, 3J2,3 = 3.2 Hz, 1 H, H-2α), 5.37 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 9.8 Hz, 1 H, H-4α), 5.31 (dd, 3J3,4 = 10.0 Hz, 
3J2,3 = 3.4 Hz, 1 H, H-3β), 5.27 (dd, 3J1,2 = 2.1 Hz, 3J2,3 = 3.4 Hz, 1 H, H-2β), 5.06 (dd, 3J2,3 = 3.2 Hz, 
3J3,4 = 9.9 Hz, 1 H, H-3α), 3.92 (ddd, 3J4,5 = 10.2 Hz, 3J5,6a = 4.0 Hz, 3J5,6b = 2.5 Hz, 1 H, H-5β), 3.66 
(ddd, 3J4,5 = 9.7 Hz, 3J5,6a = 4.5 Hz, 3J5,6b = 2.9 Hz, 1 H, H-5α), 3.32 (m, 2 H, H-6bα, H-6bβ), 3.18 
(dd, 2J6a,6b = 10.2 Hz, 3J5,6a = 4.6 Hz, 1 H, H-6aα), 3.08 (dd, 2J6a,6b = 10.6 Hz, 3J5,6a = 4.1 Hz, 1 H, H-
6aβ), 2.24, 2.23, 2.16, 2.13, 1.99, 1.98, 1.75, 1.75 (je s, je 3  , 4 x OAc) ppm. 28 % β-Anomer; 
13C-NMR (CDCl3, 125 M z): δ = 170.3 (COCH3,α), 170.2 (COCH3,β), 169.9 (COCH3,α), 169.9 
(COCH3,β), 169.2 (COCH3,α), 169.0 (COCH3,β), 168.5 (COCH3,α), 168.3 (COCH3,β), 143.6 (i-C Trβ), 
143.6 (i-C Trα), 128.8, (i-C Trα), 128.7 (m-C Trβ), 128.2 (o-C Trβ), 127.8 (m-C Trα), 127.0 (p-C Trα), 
127.0 (p-C Trβ), 90.8 (C-1β), 90.5 (C-1α), 86.7 (C(Ph)3,α), 86.5 (C(Ph)3,β), 74.7 (C-5α), 72.2 (C-5β), 
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71.0 (C-3α), 69.2 (C-3β), 68.6 (C-2β), 68.4 (C-2α), 66.0 (C-4α), 65.9 (C-4β), 62.2 (C-6α), 61.6 (C-6β), 
20.9 (COCH3,β), 20.8 (COCH3,β, COCH3,α), 20.8 (COCH3,α), 20.7 (COCH3,β), 20.6 (COCH3,α), 20.6 
(COCH3,α), 20.5 (COCH3,β) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3060 (w), 1749 (s), 1367 (m), 1212 (s), 1050 (m), 699 (m) cm-1;  
MS (ESI): m/z = ber. für C33H34O10: 613.2044 [M+Na]+; gef.: 613.2037; 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % 
berechnet 67.11 5.80 




Ethylendiamin (0.79 mL, 11.9 mmol) wurde in THF (10 mL) gelöst. Unter Eiskühlung wurde 
zunächst Eisessig (0.68 mL, 11.9 mmol) und bei Raumtemp. die Tritylmannose 60 (5.00 g, 
8.47 mmol, in 10 mL THF) hinzugetropft. Die Reaktionslösung wurde 16 h bei Raumtemp. 
gerührt, mit Ethylacetat (80 mL) verdünnt und mit Wasser (3 × 30 mL) gewaschen. Die org. 
Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Nach 
Säulenchromatographie (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1, Rf = 0.26) wurde die reduzierende 
Tritylmannose als farbloser Feststoff erhalten. Das Zwischenprodukt (3.25 g, 5.92 mmol) 
wurde unter Stickstoff-Atmosphäre in abs. DCM gelöst. Unter Eiskühlung wurde DBU 
(0.18 mL, 200 μmol) und Trichloracetonitril (8.32 mL, 82.9 mmol) hinzugefügt. Die 
Reaktionslösung wurde 15 min. bei 0 °C und 1 h bei Raumtemp. gerührt. Das Lösungsmittel 
wurde i. Vak. entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch (Cyclohexan / 
Ethylacetat, 3:1) gereinigt. Es wurde ein farbloser Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 3.60 g (5.20 mmol, 61 % über zwei Schritte); 
Drehwert: [α]20D +54 (c = 0.97 DCM); 
Rf = 0.38 (Cyclohexan / Ethylacetat, 3:1); 
Smp.: 71 °C; 
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1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 8.97 (s, 1  , NH), 7.45-7.43 (m, 6 H, Ar-Hortho), 7.29-7.14 (m, 12 
H, Ar-Hmeta, Ar-Hpara), 6.35 (d, 3J1,2 = 1.9 Hz, H-1), 5.50-5.46 (m, 2 H, H-2, H-4), 5.38 (dd, 3J2,3 = 
3.4 Hz, 3J3,4 = 10.1 Hz, 1 H, H-3), 4.16 (ddd, 3J4,5 = 10.2 Hz, 3J5,6a = 4.6 Hz, 3J5,6b = 2.2 Hz, 1 H, H-
5), 3.27 (dd, 2J6b,6b = 10.5 Hz, 3J5,6b = 2.3 Hz, 1 H, H-6b), 3.12 (dd, 2J6b,6b = 10.5 Hz, 3J5,6a = 4.7 Hz, 
1 H, H-6a), 2.23, 1.93, 1.74 (je s, je 3 H, 3 × OAc) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 MHz): δ = 170.0 (COCH3), 169.8 (COCH3), 169.8 (COCH3), 159.9 (C=NH), 
143.7 (i-C Tr), 128.7 (o-C Tr), 127.7 (m-C Tr), 127.0 (p-C Tr), 94.8 (C-1), 90.7 (CCl3), 86.5 (CPh3), 
72.9 (C-5), 69.2 (C-3), 68.2 (C-2), 65.8 (C-4), 61.8 (C-6), 20.8 (COCH3), 20.7 (COCH3), 20.5 
(COCH3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 1751 (s), 1676 (w), 1239 (s), 1212 (s), 1045 (s), 974 (s), 745 (m), 697 (s) cm-1; 




p-Rosolsäure (63, 10.0 g, 34.4 mmol) wurde in trockenem Pyridin (30 mL) gelöst. Unter 
Eiskühlung wurde Benzoylchlorid (25 mL, 250 mmol) hinzugegeben. Die Reaktionslösung 
wurde 2 h bei 120 °C gerührt. Anschließend wurde Eiswasser (100 mL) und ges. NaHCO3-
Lösung (200 mL) hinzugefügt und mit DCM (5 × 100 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen 
wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der Rückstand 
wurde mit Toluol (2 × 50 mL) co-destiliert. Nach säulenchromatographischer Reinigung an 
Kieselgel (Cyclohexan / Ethylacetat, 6:1→3:1) wurde das Produkt als farbloser Feststoff 
erhalten.  
Ausbeute: 7.64 g (12.3 mmol, 36 %); Lit.[72]: 62 %. 
Die analytischen Daten stimmen mit der Literatur überein.[72] 
 
 





Der Trityl-Alkohol 64 (2.20 g, 3.54 mmol) wurde in abs. Toluol (10 mL) suspendiert und 
Acetylbromid (1.00 mL, 13.4 mmol) hinzugefügt. Die Reaktionslösung wurde 3 h bei 65 °C und 
24 h bei Raumtemp. gerührt. Um das Produkt aus der Lösung zu fällen, wurde Cyclohexan 
(20 mL) hinzugefügt und die Lösung mehrere Stunden im Kühlschrank gelagert. Der 
ausgefallene Feststoff wurde abfiltriert und getrocknet. Es wurde ein leicht gelber Feststoff 
erhalten.  
Ausbeute: 1.52 g (2.22 mmol, 63 %), Lit.[72]: 82 %. 




p-Iodanilin (71, 2.20 g, 10.0 mmol) und Mangan(IV)oxid (3.51 g, 40.0 mmol) wurden in Toluol 
(50 mL) 5 h bei 140 °C mit einem Wasserabscheider erhitzt und 16 h bei Raumtemp. gerührt. 
Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt, der Rückstand in Cyclohexan aufgenommen und 
über Celite filtriert. Das Celite-Pad wurde mit Cyclohexan gewaschen, bis das Filtrat fast 
farblos war. Es wurde ein orangefarbener Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 1.84 g (4.24 mmol, 85 %). 










Diiodoazobenzol (72, 512 mg, 1.18 mg), Kaliumacetat (482 mg, 4.91 mmol) und 
Bis(pinacolato)diboron (907 mg, 3.57 mmol) wurden in abs. DMF (23 mL) gelöst und in drei 
F-P-T-Zyklen entgast. Palladium(dppf)Cl2- atalysator (140 mg, 170 μmol) wurde hinzugefügt 
und die Lösung für 24 h bei 80 °C gerührt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch 
an Kieselgel (Cyclohexan / Ethylacetat, 6:1) gereinigt. Es wurde ein orangefarbener Feststoff 
erhalten.  
Ausbeute: 411 mg (947 μmol, 80 %); 
Rf = 0.38 (Cyclohexan / Ethylacetat, 3:1); 
Smp.: 284 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 600 MHz): δ = 7.97-7.95 (m, 4 H, Hortho, Hortho’), 7.93-7.79 (m, 4 H, Hmeta, Hmeta’), 
1.37 (s, 24 H, 4×CH3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 150 MHz): δ = 154.4 (Cipso, Cipso’), 135.7 (Cortho, Cortho’), 122.1 (Cmeta, Cmeta’), 84.1 
(2×C(CH3)2), 24.93 (2×C(CH3)2) ppm; 
MS (ESI): m/z = ber. für C24H32O4N2B2: 435.2621 [M+H]+; gef.: 435.2621. 
 
p,p‘-Diiodbiphenyl (77)[80]  
 
Biphenyl (76, 5.02 g, 32.6 mmol) wurde zusammen mit Iod (6.17 g, 48.6 mmol) in einem 
Zweihals-Kolben mit Rückflusskühler und Abgasleitung auf 90 °C erhitzt. Salpetersäure (konz., 
12.0 mL) wurde hinzugefügt und die Reaktionslösung bei 95-100 °C für 2.5 h gerührt. Nach 
Abkühlen auf Raumtemp. wurde mit Wasser (100 mL) verdünnt und mit DCM (5 × 100 mL) 
extrahiert. Die ver. org. Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel 
i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde aus Toluol umkristallisiert und 
säulenchromatographisch an Kieselgel (DCM / Cyclohexan, 1:1) gereinigt. Es wurde ein 
hellgelber Feststoff erhalten. 
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Ausbeute: 3.11 g (7.66 mmol, 24 %), Lit.[80]: 18 %; 
Rf = 0.92 (DCM / Cyclohexan, 1:1). 




Biphenyl (76, 5.00 g, 32.4 mmol) und Iod (3.78 g, 29.7 mmol) wurden in einem Zweihals-Kolben 
mit Rückflusskühler und Abgasleitung auf 95 °C erhitzt. Salpetersäure (konz., 12.0 mL) wurde 
hinzugefügt und die Reaktionslösung bei 100 °C für 3 h und 16 h bei Raumtemp. gerührt. Die 
Reaktionslösung wurde mit Wasser (100 mL) und DCM/Ethylacetat (1:1, 200 mL) verdünnt. 
Die Phasen wurden getrennt und die org. Phase mit ges. Na2S2O3-Lösung (2 × 200 mL) 
gewaschen. Die org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. 
Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an Kieselgel (DCM / 
Cyclohexan, 1 :1) gereinigt. Es wurde ein leicht gelber Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 3.01 g (9.27 mmol, 29 %), Lit.[80]: 36 %; 
Rf = 0.38 (DCM / Cyclohexan, 1:1). 




p-Iod-p’-nitrobiphenyl (78, 633 mg, 1.95 mmol) wurde mit Ammoniumchlorid (256 mg, 
4.79 mmol) und Eisenpulver (458 mg, 8.20 mmol) in Ethanol/Wasser (1:1, 8 mL) suspendiert 
und eine Stunde unter Reflux gerührt. Anschließend wurde über Celite filtriert und das 
Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an Kieselgel 
(Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1) gereinigt. Es wurde ein beigefarbener Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 245 mg (830 μmol, 43 %); 
Rf = 0.48 (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1). 
Die analytischen Daten stimmen mit der Literatur überein.[80] 





p-Iodbiphenol (73, 2.15 g, 7.26 mmol) wurde mit N,N-Dimethylthiocarbamoylchlorid (1.36 g, 
11.0 mmol) in abs. DMF (10 mL) gelöst. DABCO (2.00 g, 17.8 mmol, 7 mL DMF) wurde 
hinzugefügt und die Reaktionslösung 5 h bei 90 °C gerührt. Nach Abkühlen auf Raumtemp. 
wurde mit DCM (100 mL) verdünnt und mit ges. NaHCO3-Lösung (3 × 100 mL) und Wasser 
(100 mL) gewaschen. Die org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das 
Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an Kieselgel 
(Toluol) gereinigt. Es wurde ein weißer, leicht gelber Feststoff erhalten.  
Ausbeute: 649 mg (1.69 mmol, 23 %); 
Rf = 0.42 (Toluol); 
Smp.: 212 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 600 MHz): δ = 7.77-7.74 (m, 2 H, Hmeta‘), 7.58-7.55 (m, 2 Hortho), 7.34-7.31 (m, 
2 Hortho‘), 7.16-7.13 (m, 2 Hmeta), 3.48, 3.37 (je s, je 3 H, 2 × CH3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 150 MHz): δ = 187.6 (SCO), 153.7 (Cpara), 139.9 (Cispso’), 137.8 (Cmeta’), 137.8 
(Cispo), 128.9 (Cortho), 127.7 (Cortho’), 123.2 (Cmeta), 93.2 (Cpara’), 43.3 (CH3), 38.8 (CH3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3029 (w), 2936 (w), 1904 (w), 1528 (m), 1509 (m), 1385 (m), 1285 (s), 1210 (s), 
1128 (s); 1000 (s), 816 (s) cm-1; 
MS (ESI): m/z = ber. für C15H14INOS: 383.9914 [M+H]+; gef.: 383.9906. 
Elementaranalyse:  
 Stickstoff / % Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Schwefel / % 
berechnet 3.65 47.01 3.68 8.37 










O-Thiocarbamoyl-biphenyl 82 (254 mg, 663 μmol) wurde in einer Kugelrohrdestille bei 220 °C 
für 3 h erhitzt. Säulenchromatographische Reinigung an Kieselgel (Toluol) gab das Produkt als 
beigefarbenen Feststoff. 
Ausbeute: 167 mg (436 μmol, 66 %); 
Rf = 0.24 (Toluol); 
Smp.: 107 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 600 MHz): δ = 7.77-7.74 (m, 2, Hmeta‘), 7.59-7.49 (m, 4 H, Hortho, Hortho’), 7.32-
7.30 (m, 2 H, Hmeta), 3.08 (m, 6 H, 2 × CH3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 150 MHz): δ = 167.8 (SCO), 140.9 (Cipso), 139.9 (Cipso’), 137.9 (Cmeta’), 136.2 
(Cortho’), 129.0 (Cmeta), 127.4 (Cortho), 122.2 (Cpara), 93.5 (Cpara’), 37.0 (CH3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2922 (w), 1709 (m), 1657 (s), 1641 (s), 1471 (s), 1360 (s), 1257 (s), 1085 (s), 994 
(s), 801 (s) cm-1; 










Der Mannobiosid-Donor 27 (906 mg, 872 μmol) wurde zusammen mit Iodoazobenzol 86 
(235 mg, 726 μmol) und Molsieb (3 Å) in abs. DCM (12 mL) suspendiert. Unter Kühlung mit 
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einem Eisbad wurde Bortrifluoridiethyletherat (0.17 mL, 1.31 mmol) hinzugefügt. Es wurde 
30 min bei 0 °C und 3.5 h bei Raumtemp. gerührt. Die Reaktion wurde durch Zugabe von ges. 
NaHCO3-Lösung (10.0 mL) beendet und über Celite filtriert. Die org. Phase wurde getrennt und 
mit ges. NaHCO3-Lösung (100 mL) gewaschen. Die ver. wässr. Phasen wurde mit DCM (50 mL) 
extrahiert und über MgSO4 getrocknet. Es wurde filtriert und das Filtrat i. Vak eingeengt. Nach 
Säulenchromatographie (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1) wurde das Produkt als orangefarbener 
Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 610 mg (508 μmol, 70 %); 
Drehwert: [α]24D +90.5 (c = 0.92, DCM); 
Rf = (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1); 
Smp.: 86 °C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 M z): δ = 8.16-8.15 (m, 2 H, Bz-Hortho), 7.89-7.84 (m, 2 H, H-9, H-11, H-14, 
H-18), 7.64-7.61 (m, 7 H, H-15, H-17, Bz-Hpara, TBDPS-Hortho), 7.50-7.46 (m, 2 H, Bz-Hmeta), 7.47-
7.37 (m, 2 H, TBDPS-Hpara), 7.35-7.30 (m, 4 H, TBDPS-Hmeta), 7.21-7.18 (m, 2 H, H-8, H-12), 5.83 
(d, 3J1,2 = 1.8 Hz, 1 H, H-1), 5.70 (dd~t, 3J3,4 = 3J4,5 = 10.0 Hz, 1 H, H-4), 5.64 (dd, 3J1,2 = 1.9 Hz, 
3J2,3 = 3.2 Hz, 1 H, H-2), 5.26-5.18 (m, 2 H, H-3‘,  -4‘), 5.10 (m, 2  ,  -1‘,  -2‘), 4.47 (ddd~dd, 
3J3,4 = 9.9 Hz, 3J3,2 = 3.3 Hz, 1 H ,H-3), 4.13 (dd, 2J6a‘,6b‘ = 12.1 Hz, 3J5‘,6a‘ = 5.3 Hz, 1 H, H-6a‘), 4.06 
(ddd, 3J4‘,5‘ = 9.7 Hz, 3J5‘,6a‘ = 5.2 Hz, 3J5‘,6b‘ = 2.1 Hz, 1 H, H-5‘), 3.93 (dd, 3J5,6b‘ = 2.0 Hz, 
2J6a‘,6b‘ = 12.1 Hz, 1 H, H-6b‘), 3.89 (ddd, 3J4,5 = 10.4 Hz, 3J5,6a = 4.6 Hz, 3J5,6b = 2.0 Hz, 1 H ,H-5), 
3.78 (dd, 2J6a,6b = 11.7 Hz, 3J5,6a = 4.8 Hz, 1 H ,H-6a), 3.69 (dd, 2J6a,6b = 11.6 Hz, 3J5,6b = 2.1 Hz, 1 H, 
H-6b), 2.15, 2.07, 2.05, 1.96, 1.94 (je s, je 3 H, 5 × OAc), 0.98 (s, 9 H, C(CH3)3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 150 MHz): δ = 170.6 (COCH3), 170.1 (COCH3), 196.7 (COCH3), 169.5 (COCH3), 
169.4 (COCH3), 156.9 (COPh), 158.1 (C-10), 152.0 (C-13), 148.1 (C-7), 138.3 (C-9, C-11), 135.7 
(TBDPS-Cortho), 135.6 (TBDPS-Cortho), 133.8 (Bz-Cprara), 133.1 (TBDPS-Cipso), 133.1 (TBDPS-Cipso), 
130.1 (Bz-Cortho), 129.7 (TBDPS-Cpara), 129.6 (TBDPS-Cpara), 128.9 (Bz-Cipso), 128.7 (Bz-Cmeta), 
127.7 (TBDPS-Cmeta), 127.6 (TBDPS-Cmeta), 124.9 (C-14, C-18), 124.3 (C-15, C-17), 116.8 (C-8, 
C-12), 99.2 (C-1‘), 97.2 (C-16), 95.5 (C-1), 76.6 (C-3), 72.4 (C-5), 71.4 (C-2), 69.8 (C-2‘), 69.4 
(C-5‘), 68.5 (C-3‘), 66.7 (C-4), 65.8 (C-4‘), 62.4 (C-6), 62.2 (C-6‘), 26.6 (C(CH3)3), 20.9 (COCH3), 
20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3), 20.6 (COCH3). 20.6 (COCH3), 19.2 (C(CH3)3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2933 (w), 1745 (s), 1367 (m), 1216 (s), 1035 (s) 824 (m), 702 (s) cm-1; 
MS (ESI): m/z = ber. für C57H61IN2O17Si: 1223.2676 [M+Na]+; gef.: 1223.2670. 
 





p-Nitrotoluol (89, 21.6 g, 158 mmol), Paraformaldehyd (38.0 g, 1.26 mol) und Kaliumhydroxid 
(887 mg, 15.8 mmol) wurden in abs. DMF (90 mL) für 18 h bei 40 °C gerührt. Das nicht 
umgesetzte Paraformaldehyd wurde filtriert und das Filtrat mit Brine (100 mL) verdünnt. Es 
wurde mit DCM (2 × 100 mL) und Ethylacetat (2 × 100 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen 
wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Das 
Rohprodukt wurde über Kieselgel filtriert. Das erhaltene Öl wurde in Methanol (150 mL) und 
konz. Salzsäure (1.5 mL) für 4 h unter Reflux gerührt. Das Lösungsmittel wurde i. Vak. entfernt 
und das Rohprodukt mit DCM (150 mL) ausgefällt. Der Feststoff wurde filtriert und aus DCM / 
MeOH (3:1) umkristallisiert. Es wurde ein grünlicher Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 10.1 g (44.4 mmol, 28 %), Lit.[85]: 51 %. 





Das Triol 90 (1.00 g, 4.40 mmol) wurde in abs. DMF (4 mL) vorgelegt. Bei 0 °C wurde 
Triethylamin (3.66 mL, 26.4 mmol) und Mesylchlorid (1.47 mL, 26.4 mmol) hinzugegeben. Die 
Reaktionslösung wurde 18 h bei Raumtemp. gerührt. Es wurde mit Ethylacetat (50 mL) 
verdünnt und mit Wasser (100 mL) gewaschen. Die wässr. Phase wurde mit Ethylacetat 
(3 × 75 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und das 
5. Experimenteller Teil 
184 
 
Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Nach säulenchromatographischer Reinigung an Kieselgel 
(Toluol / Ethylacetat, 2:1 → 1:1) wurde das Produkt als weißer Feststoff erhalten.  
Ausbeute: 1.10 g (2.39 mmol, 54 %); 
Rf = 0.12 (Toluol / Ethylacetat, 1:1); 
Smp.: 150 °C; 
1H-NMR (Aceton-d6, 600 MHz): δ = 8.34-8.31 (m, 2 H, Hmeta), 7.94-7.91 (2 H, Hortho), 4.78 (s, 
6 H, 3 × CH2), 3.18 (s, 9 H, 3 × CH3) ppm; 
13C-NMR (Aceton-d6, 150 MHz): δ = 148.6 (Cpara), 144.5 (Cipso), 129.5 (Cortho), 124.6 (Cmeta), 69.2 
(CH2), 47.9 (C(CH2)3), 37.2 (CH3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3032 (w), 1514 (m), 1340 (s), 1329 (s), 1171 (s), 999 (s), 821 (s) cm-1; 
MS (MALDI): m/z = ber. für C13H19NO11S3: 500.6 [M+K]+; gef.: 500.7. 
Elementaranalyse:  
 Stickstoff / % Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Schwefel / % 
berechnet 3.04 33.84 4.15 20.84 




Triol 90 (1.00 g, 4.40 mmol), 2,2-Dimethoxypropan (0.81 mL, 6.60 mmol) und p-
Toluolsulfonsäure (687 mg, 3.61 mmol) wurden 42 h bei Raumtemp. gerührt. Es wurde mit 
Triethylamin neutralisiert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Säulenchromatographische 
Reinigung an Kieselgel (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1 → 1:1) gab das Produkt als weißen 
Feststoff. 
Ausbeute: 829 mg (3.10 mmol, 70 %); 
Rf = 0.16 (Cyclohexan / Ethylacetat, 2:1); 
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Smp.: 144 °C; 
1H-NMR (DMSO-d6, 500 MHz): δ = 8.19-8.16 (m, 2 H, Hmeta), 7.67-7.64 (m, 2 H, Hortho), 4.82 (t, 
3JOH,CH2 = 5.1 Hz, 1 H, OH), 4.05 (m, 4 H, H-4, H-6), 3.75 (d, 3JOH,CH2 = 5.0 Hz, 2 H, CH2), 1.37, 1.30 
(je s, je 3 H, 2 × CH3) ppm; 
13C-NMR (DMSO-d6, 125 MHz): δ = 150.4 (Cpara), 145.8 (Cipso), 125.3 (Cortho), 122.8 (Cmeta), 97.4 
(C-2), 63.7 (C-4, C-6), 63.3 (C-5), 41.1 (CH2OH), 25.1 (CH3), 22.2 (CH3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3581 (m), 2995 (w), 1597 (m), 1508 (s), 1348 (s), 1192 (s), 1040 (s), 831 (s), 966 




Das Acetal 98 (700 mg, 2.62 mmol) wurde in abs. DCM (10 mL) gelöst und mit Triethylamin 
(0.73 mL, 5.24 mmol) versetzt. Bei 0 °C wurde Mesylchlorid (281 mg, 3.41 mmol) 
hinzugegeben und die Reaktionslösung 20 h bei Raumtemp. gerührt. Es wurde mit 
Zitronensäure-Lösung (10 %, 3 × 25 mL) und ges. NaHCO3-Lösung (3 × 25 mL) gewaschen. Die 
org. Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Es 
wurde ein weißer Feststoff erhalten.  
Ausbeute: 842 mg (2.44 mmol, 93 %); 
Smp.: 130 °C; 
1H-NMR (DMSO-d6, 500 MHz): δ = 8.24-8.20 (m, 2 H, Hmeta), 7.72-7.68 (m, 2 H, Hortho), 4.65 (m, 
2 H, CH2OMs), 4.13 (m, 4 H, H-4, H-6), 3.06 (Ms-CH3), 1.40, 1.36 (je s, je 3 H, 2 × CH3) ppm; 
13C-NMR (DMSO-d6, 500 MHz): δ = 147.0 (Cpara), 146.4 (Cipso), 128.0 (Cortho), 123.2 (Cmeta), 98.0 
(C-2), 71.1 (CH2Ms), 63.2 (C-4, C-6), 40.5 (C-5), 36.1 (Ms-CH3), 26.3 (CH3), 20.8 (CH3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 3031 (w), 2940 (w), 1607 (w), 1522 (s), 1347 (s), 1203 (m), 1163 (s), 1105 (s), 966 
(s), 834 (s) cm-1; 
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p-Nitrophenyl-propyltriol 90 (248 mg, 1.09 mmol) wurde in trockenem Pyridin (9.0 mL) 
vorgelegt und Tosylchlorid (1.46 g, 7.66 mmol) hinzugefügt. Die Reaktionslösung wurde 4 d 
bei Raumtemp. gerührt und das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Der Rückstand wurde in DCM 
(50 mL) aufgenommen und mit Wasser (50 mL) gewaschen. Die ver. wässr. Phasen wurden 
mit DCM (20 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und 
das Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Nach säulenchromatographischer Reinigung 
(Cyclohexan/Ethylacetat, 1:1) wurde das Produkt als weißer Feststoff erhalten. 
Ausbeute: 1.25 g (1.78 mmol, quant.); 
Smp.: 174°C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 MHz): δ = 7.98-7.96 (m, 2 H, Hmeta), 7.64-7.71 (m, 6 H, Ts-Hortho), 7.33-7.31 
(m, 6 H, Ts-Hmeta), 7.14-7.11 (m, 2 H, Hortho), 4.21 (s, 6 H, 3×CH2), 2.46 (s, 9 H, 3×CH3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 125 MHz): δ = 147.3 (Cpara), 145.8 (Ts-Cipso,), 142.2 (Cipso), 131.5 (Ts-Cpara), 
130.1 (Ts-Cmeta), 127.9 (Ts-Cortho), 127.5 (Cmeta), 123.7 (Cortho), 68.2 (C(CH2OTs)3), 46.6 
(C(CH2OTs)3), 21.7 (3 × CH3) ppm. 













Das dreifach tosylierte p-Nitrophenyl-Derivat 101 (1.12 g, 1.09 mmol) wurde in 
Diethylenglycol (15 mL) gelöst und zusammen mit Natriumbromid (797 mg, 7.75 mmol) 6 h 
bei 150 °C und 24 h bei Raumtemp. gerührt. Die Reaktionslösung wurde mit Wasser (100 mL) 
und DCM (100 mL) verdünnt. Die Phasen wurden getrennt und die wässr. Phase mit DCM (3 × 
50 mL) extrahiert. Die ver. org. Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und das 
Lösungsmittel i. Vak. entfernt. Nach säulenchromatographischer Reinigung an Kieselgel 
(Cyclohexan / Ethylacetat, 3:1) wurde das Produkt als farbloser Feststoff erhalten.  
Ausbeute: 437 mg (1.05 mmol, 61 %); 
Rf = 0.47 (Cyclohexan / Ethylacetat, 4:1); 
Smp.: 122°C; 
1H-NMR (CDCl3, 500 MHz): δ = 8.28-8.25 (m, 2 H, Hmeta), 7.52-7.49 (m, 2 H, Hortho), 3.95 (s, 6 H, 
3×CH2) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 126 MHz): δ = 145.7 (Cipso, Cpara), 127.8 (Cmeta), 123.8 (Cortho), 47.4 (C(CH2Br)3), 
37.0 (C(CH2Br)3) ppm. 
Elementaranalyse:  
 Kohlenstoff / % Wasserstoff / % Stickstoff / % 
berechnet 28.88 2.42 3.37 











Das p-Nitrophenyl-Triol-Derivat 90 (103 mg, 450 μmol) wurde in abs. T F (5.0 mL) gelöst. 
Natriumhydrid (82.0 mg, 2.05 mmol) wurde hinzugefügt und die Reaktionslösung 1 h bei 
Raumtemp. gerührt. 15-Krone-5-Ether (0.41 mL, 2.05 mmol), 1-Bromhexen (0.35 mL, 
2.64 mmol) und eine Spatelspitze TBAI wurden hinzugegeben. Die Reaktionslösung wurde 1 h 
bei Raumtemp. gerührt. Der ausgefallene Feststoff wurde abfiltriert und das Filtrat i. Vak. 
eingeengt. Nach säulenchromatographischer Reinigung an Kieselgel wurde (Cyclohexan / 
Ethylacetat, 14:1 → 10:1) das Produkt als farbloses Öl erhalten.  
Ausbeute: 50.0 mg (191 μmol, 43 %); 
Rf = 0.07 (Cyclohexan / Ethylacetat, 1:1); 
1H-NMR (CDCl3, 500 MHz): δ = 8.19-8.17 (m, 2 H, Hmeta), 7.63-7.61 (m, 2 H, Hortho), 5.76 (ddt, 
3J5,6a = 16.9 Hz, 3J5,6b = 10.2 Hz, 3J4,5 = 6.7 Hz, 1 H, Hexyl-H-5), 5.67 (s, 1 H, C=CHa), 5.51 (s, 1 H, 
C=CHb), 4.97 (m, 1 H, Hexyl-H-6a), 4.92 (ddt, 3J6b,5 = 10.2 Hz, 2J6a,6b = 2.2 Hz, 4J4,6b = 1.2 Hz, 1 H, 
Hexyl-H-6b), 4.36 (s, 2 H, PhCCH2), 3.47 (t, 3J1,2 = 6.5 Hz, Hexyl-H-1), 2.03 (m, 2 H, Hexyl-H-4), 
1.57 (m, 2 H, Hexyl-H-2), 1.41 (m, 2 H, Hexyl-H-3) ppm; 
13C-NMR (CDCl3, 126 MHz): δ = 147.2 (C=CH2), 145.3 (Cpara), 142.9 (Cipso), 127.8 (Cmeta), 138.6 
(Hexyl-C-5), 126.9 (Cortho), 123.6 (Cmeta), 118.1 (CCH2), 114.6 (Hexy-C-6), 72.5 (PhCCH2), 70.1 
(Hexyl-C-1), 33.4 (Hexyl-C-4), 29.0 (Hexyl-C-2), 25.4 (Hexyl-C-3) ppm; 
IR (ATR) ṽ = 2923 (s), 2854 (s), 1521 (s), 458 (m), 1344 (s), 1111 (s), 910 (s), 856 (s) cm-1; 
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7.1. 1H- und 13C-NMR-Spektren 
Abb. 7.1: 1H-NMR des selektiv entschützten Mannosids 23 (500 MHz, CDCl3). 
 






Abb. 7.3: 1H-NMR des Thiophenylmannobiosids 25 (500 MHz, CDCl3). 
 
 







Abb. 7.5: 1H-NMR des reduzierenden Mannobiosids 26 (500 MHz, CDCl3). 
 






Abb. 7.7: 1H-NMR des Trichloracetimidates 27 (500 MHz, CDCl3). 
 
 






Abb. 7.9: 1H-NMR des Azobenzol-Linkers 32 (500 MHz, CDCl3).  
 
 







Abb. 7.11: 1H-NMR des Azobenzolmannobiosids 33 (500 MHz, CDCl3). 
 
 






Abb. 7.13: 1H-NMR Spektrum des Azobenzolmannobiosids 34 (600 MHz, CDCl3). 
 
 






Abb. 7.15: 1H-NMR des entschützten Azobenzolmannobiosids 35 (600 MHz, MeOD). 
 
 






Abb. 7.17: 1H-NMR vom S-Acetyl-Mannobiosids 36 (500 MHz, MeOD). 
 
 






Abb. 7.19: 1H-NMR des Trityl-Azobenzols 42 (500 MHz, Aceton-d6). 
 
Abb. 7.20: 13C-NMR des Trityl-Azobenzols 42 (126 MHz, Aceton-d6).  
                                                         






































                                              

















































































































Abb. 7.21: 1H-NMR des Azobenzol-Triazols 54 (500 MHz, MeOD).  
 
Abb. 7.22: 13C-NMR des Azobenzol-Triazols 54 (126 MHz, MeOD).  
                                






















                                                      


























































Abb. 7.23: 1H-NMR des Azobenzolmannosids 56 (600 MHz, CDCl3+DMSO-d6). 
 
Abb. 7.24: 13C-NMR des Azobenzolmannosids 56 (150 MHz, CDCl3+DMSO-d6).  
                                                                            




















































                                                             






























































































Abb. 7.25: 1H-NMR des Azobenzolmannosids 57 (600 MHz, CDCl3+DMSO-d6). 
 
Abb. 7.26: 13C-NMR des Azobenzolmannosids 57 (150 MHz, CDCl3+DMSO-d6).  
                                                         














































                                                          







































































































Abb. 7.27: 1H-NMR des Azobenzolmannosids 58 (600 MHz, CDCl3+MeOD-d4). 
 
Abb. 7.28: 13C-NMR des Azobenzolmannosids 59 (150 MHz, CDCl3+MeOD-d4).  
                                                      























































                                                          







































































































































Abb. 7.29: 1H-NMR der Tritylmannose 60 (500 MHz, CDCl3). 
 






Abb. 7.31: 1H-NMR des Trichloracetimidates 61 (500 MHz, CDCl3).  
 
Abb. 7.32: 13C-NMR des Trichloracetimides 61 (126 MHz, CDCl3).  
                                                      


























































Abb. 7.33: 1H-NMR des O-Thiocarbamates 82 (500 MHz, CDCl3).  
 
Abb.7.34: 13C-NMR des O-Thiocarbamates 82 (126 MHz, CDCl3).  
                                                



















                                                          


























































Abb. 7.35: 1H-NMR des S-Thiocarbamates 83 (500 MHz, CDCl3).  
 
Abb. 7.36: 13C-NMR des S-Thiocarbamates 83 (126 MHz, CDCl3).  
                                                













                                                          






















































Abb. 7.37: 1H-NMR-Spektrum des Iod-Azobenzol-Mannobiosids 87 (500 MHz, CDCl3). 
 
Abb. 7.38: 13C-NMR-Spektrum des Iod-Azobenzol-Mannobiosids 87 (126 MHz, CDCl3).  
                                                                












































































                                                          











































































































































































Abb. 7.39: 1H-NMR des Mesyl-Derivates 94 (500 MHz, Aceton-d6).  
 
Abb. 7.40: 13C-NMR des Mesyl-Derivates 94 (126MHz, Aceton-d6).  
                                                                        













                                                 






































Abb. 7.41: 1H-NMR des Acetal-geschützen Triols 98 (500 MHz, DMSO-d6).  
 
Abb. 7.42: 13C-NMR-Spektrum des Acetal-geschützten Triols 98 (126 MHz, DMSO-d6).   
                                                






















                                                             


















































Abb. 7.43: 1H-NMR des Acetyl-geschützten Mesyls 99 (500 MHz, DMSO-d6).  
 
Abb. 7.44: 13C-NMR des Acetal-geschützten Mesyls 99 (126 MHz, DMSO-d6).  
                                                      






















                                                             






















































Abb. 7.45: 1H-NMR Spektrum des Tritosyl-p-Nitrophenol-Derivates (500 MHz, CDCl3). 
 
 






Abb. 7.47: 1H-NMR des Tribromids (500 MHz, CDCl3). 
 
 






Abb. 7.49: 1H-NMR des Ethers 104 (500 MHz, CDCl3).  
 
 






Abb. 7.51: 1H-COSY des Ethers 104 (500 MHz, CDCl3). 
 
















Abb. 7.54: UV/vis-Spektren des E-Mannobiosids 36 bei verschiedenen Konzentrationen. 
 
 
Abb. 7.55: UV/vis-Spektren des Z-Mannobiosids 36 bei verschiedenen Konzentrationen. 
 
 
Abb. 7.56: UV/vis-Spektren (MeO , 41.3 μM) des Mannobiosids 36 im Grundzustand (schwarz), nach 






7.3. Bestimmung des Extinktionskoeffizienten 
 
Abb. 7.57: Regressionsgerade zur Bestimmung des Extinktionskoeffizienten des E-Mannobiosids 36 
mit Angabe der Geradensteigung A. 
 
Abb. 7.58: Regressionsgerade zur Bestimmung des Extinktionskoeffizienten des Z-Mannobiosids mit 






7.4. Bestimmung der Halbwertszeit 
 
Abb. 7.59: Regressionsgerade mit der Steigung zur Bestimmung Halbwertszeit des Z-Mannobiosids 
36 mit Angabe der Geradensteigung A. 
 
7.5. IRRA-Spektren des selbstverdünnenden Trityl-SAM 
 
Abb. 7.60: Übersichts-IRRA-Spektren des Trityl-SAM. Oben: Spektren des SAM vor der Abspaltung der 
Trityl-Schutzgruppe mit Salzsäure. Unten: Spektren des entschützten SAM. Grün: Berechnetes IR-






   
   
   
   
 
   
   
   
   
   
          
                             
                                 






Abb. 7.61: IRRA-Spektren des Trityl-SAM im Bereich von 1800-800 cm-1. Oben: Spektren des SAM vor 
der Abspaltung der Trityl-Schutzgruppe mit Salzsäure. Unten: Spektren des entschützten SAM. Grün: 
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